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Z. fasc.  Zona fasciculata       
  




Als Räude werden bei Tieren Erkrankungen der Haut bezeichnet, die 
durch verschiedene parasitisch lebende Milben hervorgerufen werden. 
Eine Form der Räude, ausgelöst durch Psoroptes ovis, ist eine 
hochkontagiöse Parasitose zahlreicher Säugetiere, die mit schweren 
exsudativen Dermatitiden und/oder Otitiden einhergehen kann.  
Von besonderer Bedeutung ist der Befall mit P. ovis bei Rindern und 
Schafen. Hier führt die Infektion neben den Hautveränderungen, die mit 
Schäden an Wolle und Leder einhergehen, zu empfindlichen Einbußen in 
der Mastleistung. Somit besteht ein großes Interesse an effizienten 
Behandlungsstrategien.  
Im Rahmen der vorliegenden Arbeit wurden Gewebeproben untersucht, 
die in zwei Studien zur Prüfung der Wirksamkeit eines Akarizids 
gegenüber einer experimentellen Psoroptes-Infektion bei Rindern in 
Zusammenarbeit mit dem Kathrinenhof Research Center der Firma Merial 
und dem Institut für Vergleichende Tropenmedizin und Parasitologie 
gewonnen wurden. 
Ziel dieser Arbeit war einerseits, die Auswirkungen einer experimentellen 
P. ovis-Infektion auf Haut, regionäre Lymphknoten und Nebennieren zu 
beurteilen, zum anderen sollte der Effekt der Behandlung mit einem 
Akarizid aus der Gruppe der makrozyklischen Lactone auf 
milbeninduzierte Alterationen dieser Organe evaluiert werden. Dabei 
sollten neben der üblichen deskriptiven histopathologischen Untersuchung 
quantitativ-morphologische Untersuchungen zur Objektivierung der 
Befunde durchgeführt werden. 
Zu diesem Zweck wurden Proben der Haut, der Buglymphknoten und der 
Nebennieren experimentell infizierter behandelter und unbehandelter 
Rinder sowie nichtinfizierter Rinder (Kontrolle) nach Schlachtung 
entnommen und morphometrischen sowie quantitativ-stereologischen 
Analysen unterzogen. Die Ergebnisse der vorliegenden Arbeit stellen die 
Grundlage für weiterführende, der Pathologie und Pathophysiologie von P. 
ovis - Infektionen gewidmeten Untersuchungen dar. 





1. Psoroptes ovis 
1.1. Einleitung 
Die Psoroptes-Milbe ist ein weltweit vorkommender, obligater Ektoparasit 
verschiedener Säugetiere (unter anderem Equiden, Cameliden, heimische 
und exotische domestizierte und wildlebende Wiederkäuer sowie 
Lagomorpha). Die Infektion mit dieser hoch kontagiösen Milbe kann beim 
Wirt zu schweren Dermatitiden führen. Bei Befall von Nutztieren mit 
Psoroptes-Milben drohen gravierendere wirtschaftliche Verluste (Rehbein 
et al., 2000a, 2002). 
 
1.2. Geschichte 
Bereits seit der Antike sind als Räude bezeichnete Hautveränderungen bei 
Tieren und Menschen bekannt und von zeitgenössischen Schriftstellern 
beschrieben worden (Kirkwood, 1986). Mit der Erfindung des Mikroskopes 
begann die Erforschung von Morphologie und Vermehrung der mittlerweile 
als Auslöser für die Erkrankung identifizierten Milben. Im 18. und 19. 
Jahrhundert wurden verschiedene Grundlagenwerke, die der Anatomie, 
Physiologie und Behandlung verschiedener Milben gewidmet waren, 
veröffentlicht (Roncalli, 1987). Diese Werke stellen die Basis für die bis 
heute unternommenen Schritte dar, die Natur einer bedeutenden 
Hauterkrankung zahlreicher Säugetiere zu verstehen und ihre Diagnostik 











Psoroptes ovis wird auf Grundlage morphologischer, 
molekularbiologischer und phylogenetischer Studien (Zahler et al., 1998; 
Ramey et al., 2000; Pegler et al., 2005) nach der aktuell gültigen 
Taxonomie (Uniprot, 2010) innerhalb der Gattung der Psoroptes-Milben 
als valide Spezies eingeordnet (Abbildung 1). 
 
 
Abbildung 1: Dendrographische Darstellung der aktuellen Taxonomie von Psoroptes 
ovis (Uniprot, 2010). 




1.4. Morphologie von Psoroptes ovis 
Der in Abbildung 2 schematisch dargestellte Körper von Psoroptes ovis 
gliedert sich grob in Kopf (Gnathosoma) und Rumpf (Idiosoma). 
 
Abbildung 2: Schematische Seitenansicht einer Psoroptes-Milbe, Graphik entnommen 
aus „Life-cycle stage morphology of Psoroptes mange mites“ (Sanders et al., 2000). 
Das längliche und spitz zulaufende Gnathosoma (Abbildung 3) besteht 
aus einem funktionell an die Art der Nahrungsaufnahme angepassten 














Abbildung 3:  Rasterelektronenmikroskopische ventrale Detailansicht des distalen 
Gnathosomas einer adulten weiblichen Psoroptes ovis-Milbe: IF: Infracapitulum 
(Hypostom); LL: laterale Lippen; P: Palpen; PR: Pseudorutellae; PP: Palpenfortsatz; S: 
Sensillae; dorsal gelegene, von den Palpen flankierte Chelizeren hier nicht einsehbar. 
Grafik entnommen aus “Structure and function of the gnathosoma of the mange mite, 
Psoroptes ovis” (Mapstone et al., 2002). 
 
Das Idiosoma, unterteilt in das Beine tragende Podosoma und das kaudal 
gelegene Opisthosoma, wird dorsal und ventral von schildartig 
sklerosierter Cuticula bedeckt. Auf dieser Cuticula und den Beinen finden 
sich, in Abhängigkeit von Geschlecht und Entwicklungsstadium, eine 
unterschiedliche Anzahl von Borsten, die sogenannten Setae (Sanders et 
al., 2000). Die Beinpaare der Nymphen und Adulti (octapod) sowie der 
hexapoden Larven bestehen aus sechs Beingliedern. Von proximal nach 
distal unterscheidet man Coxa, Trochanter, Genu, Femur, Tibia und 
Tarsus. Zum Halt auf Oberflächen ist der im Gegensatz zu anderen 
Räudemilben lange und gegliederte Prätarsus mit einem kleinen, 
trompetenförmigen Haftorgan (Pulvillus) ausgestattet (Abbildung 4). 





Abbildung 4: Schematische Darstellung morphologischer Merkmale der Beine I (links) 
und III (rechts). Grafik entnommen aus “Life-cycle stage morphology of Psoroptes mange 
mites“ (Sanders et al., 2000). 
 
1.5. Entwicklungszyklus von Psoroptes ovis 
Der vollständig auf dem Wirtstier ablaufende Entwicklungszyklus dauert, 
von Ei zu Ei, mindestens 11, bei Rindern bis zu 17 Tage (Clymer et al., 
1997) und wird durch extrinsische Faktoren wie Temperatur und relative 
Feuchtigkeit (Sweatman, 1958) sowie den immunologischen Status des 
Wirtes beeinflusst (Guillot und Stromberg, 1987). 
Die in Abbildung 5 dargestellte Entwicklung zur adulten Milbe erfolgt, nach 
Schlupf der durchschnittlich 250 µm großen Larve aus dem Ei, über zwei 
Nymphenstadien, der sogenannten Proto- und Tritonymphe.  
 
 





Abbildung 5: Entwicklungszyklus von P. ovis. Grafik entnommen aus “History, Biology 




























Die entsprechenden männlichen und weiblichen Nymphenstadien sind 
annähernd gleich groß (Protonymphe ca. 300 µm, Tritonymphe ca. 400 
µm), hingegen weisen die adulten Männchen eine durchschnittliche Größe 
von ca. 400 µm gegenüber den adulten Weibchen mit durchschnittlich ca. 
500 µm auf (Sanders et al., 2000). Während Ei und Larve keinen 
sexuellen Dimorphismus zeigen, lassen sich männliche und weibliche 
Nymphenstadien und Adulti anhand diverser morphologischer 
Charakteristika (siehe 1.4.) sicher voneinander unterscheiden (Sanders et 
al., 2000). Männliche Adulti umklammern die weiblichen Tritonnymphen 
und verbleiben mit diesen in copula. Nach der Häutung der Tritonymphen 
zu Adulti erfolgt die Insemination (Guillot und Wright, 1983). Weibliche 




Die Übertragung der Milben zwischen den Wirten erfolgt über 
Körperkontakt (Guillot und Cole, 1984; Berriatua et al., 1999) und 
möglicherweise über die kontaminierte Umwelt (Guillot und Cole, 1984; 
Berriatua et al., 2001; Minihan et al., 2002). Über eine Übertragung 
zwischen unterschiedlichen Spezies liegen konträre Berichte vor. Mehrere 
experimentelle Übertragungsversuche zwischen unterschiedlichen 
Spezies scheiterten, während in anderen Versuchen die Übertragung der 
Milben gelang (Kirkwood, 1985). Ebenso sind auch natürlich 
vorkommende Übertragungen von Psoroptes ovis zwischen 
verschiedenen Wirtstierspezies gleichen Genus beschrieben worden 
(Foreyt, 1997).  
Bezüglich der Zeitspanne zwischen einer Infektion mit Psoroptes ovis und 
dem Auftreten erster makroskopisch erfassbarer Läsionen liegen nur 
wenige Informationen vor. Nach experimenteller Infektion von Schafen 
wurden die ersten Läsionen nach einer bis zehn Wochen beobachtet 
(Stockman, 1910; Berriatua et al., 1999; Van Den Broek et al., 2000). 





Faktoren, die eine Infektion bei unterschiedlichen Spezies begünstigen, 
werden in der Literatur kontrovers diskutiert. 
Große Herdengrößen (Lusat et al., 2009; El-Khodery et al., 2010), 
Massentiertransporte (Kirkwood, 1986; Colebrook und Wall, 2004), 
Importe aus bestimmten Regionen (Lusat et al., 2009), gemeinsames 
Weiden (O' Brien, 1992; French et al., 1999) und Einstallen 
unterschiedlicher Spezies (El-Khodery et al., 2010) werden allgemein als 
valide Risikofaktoren gewertet. Ebenfalls gesichert ist eine jahreszeitlich 
unabhängige pathogene Wirkung der Milbe (Guillot, 1981; Kirkwood, 
1985), obwohl Faktoren wie Wetter beziehungsweise Jahreszeit (Guillot 
und Cole, 1984; Kirkwood, 1986; Samuel et al., 1991; French et al., 1999) 
und damit verbundene Stressoren wie Nahrungsmangel oder Brunft 
(Samuel et al., 1991) ein Einfluss auf die Wirtstierempfänglichkeit für 
Psoroptes ovis Infektionen zugemessen wird. Die Relevanz von wirt-
assoziierten Faktoren wie Alter und Geschlecht, Rasse und 
Beschaffenheit des Haarkleides ist nicht vollständig geklärt (Losson et al., 
1999; Fourie et al., 2002; Meintjes et al., 2002; Tasawar et al., 2007; El-
Khodery et al., 2010).   
 
2.3. Prävalenz 
Aufgrund der in der Vergangenheit eingeschränkten diagnostischen 
Möglichkeiten sind nur vereinzelt Daten über regionale Psoroptes ovis-
Prävalenzen verfügbar (Falconi et al., 2002). 
Umfangreichere Untersuchungsergebnisse liegen lediglich für die 
Schweiz, Großbritannien und Nordirland vor (Pfister, 1978; Bates, 1996a, 
1996b; Corke und Broom, 2000; Falconi et al., 2002; Bisdorff et al., 2006; 
Rose et al., 2009). In diesen Gebieten lag in den vergangenen 30 Jahren 
die Prävalenz von Psoroptes ovis bei Schafen bei bis zu 10%. Ebenso 
hoch wurde die Prävalenz von  Psoroptes ovis-Infektionen bei Rindern in 
Flandern angegeben (Lonneux et al., 2000). 




In den Ohren domestizierter Ziegen in Florida fand sich in 57% der Fälle 
ein Befall mit Psoroptes-Milben. In gesammelten Sera frei lebender 
Dickhornschafe in Kalifornien wurde über einen Zeitraum von 10 Jahren 
eine Seropostivität von 10,8% bis 20,8% ermittelt (Friel und Greiner, 1988; 
Mazet et al., 1992). Im brasilianischen Bundesstaat Rio de Janeiro waren 
bei 4% der Ziegen Psoroptes–Milben nachweisbar (Faccini und Ribeiro, 
2008), und in der Nilregion Ägyptens zeigten 16,4% der 
Büffelzuchtpopulation einen Befall mit P. ovis (El-Khodery et al., 2010). In 
Pakistan lag die durch Milbennachweis ermittelte Prävalenz bei Schafen 
bei 14%, während im Irak diese, ebenso parasitologisch ermittelt, je nach 
Schafrasse bei 37,3% beziehungsweise 71,4% lag (Tasawar et al., 2007; 
Alnaaimi und Al-Badrani, 2010). 
 
2.4. Schäden im Wirt 
Der Befall mit Psoroptes ovis kann schwere exsudative, mitunter 
ulzerative, von starkem Pruritus begleitete Dermatitiden auslösen 
(Stromberg und Fisher, 1986; Losson et al., 1999). Durch Benagen 
und/oder Scheuern der befallenen Areale sind bakterielle 
Sekundärinfektionen möglich. Läsionsassoziierte Alopezie kann in 
Verbindung mit gesteigertem Erhaltungsbedarf zu Hypothermie (Cole und 
Guillot, 1987) und unter entsprechenden klimatischen Bedingungen 
und/oder bei Sekundärinfektionen zum Tod der betroffenen Tiere führen 
(Stromberg und Guillot, 1987; Samuel et al., 1991). Lämmer infizierter 
Schafe können reduzierte Geburtsgewichte aufweisen (Sargison et al., 
1995). Pruritus bedingt bei Schafen wie auch bei Rindern eine Störung 
des Wohlbefindens und der Rumination (Berriatua et al., 2001; De Bonte 
et al., 2009). Durch anhaltende Irritation und Beunruhigung durch den 
Befall mit P. ovis sind beim Schaf vereinzelt epileptiforme Anfälle 
beschrieben (Bygrave et al., 1993). Der Befall des Gehörgangs kann zu 
einer Minderung des Hörvermögens und im Fall wild lebender Herbivoren 
zu einer essenziellen Gefährdung durch nicht rechtzeitig wahrgenommene 
Raubtiere beitragen (Norrix et al., 1995).  




3. Entzündungsreaktion und Immunantwort 
Histologische Studien milbenalterierter Haut von Schafen und Rindern 
zeigen, dass P. ovis, abhängig von der Wirtsspezies, innerhalb von 24 
Stunden bis maximal 7 Tagen eine hochgradige, gemischtzellige 
entzündliche Infiltration, dominiert von eosinophilen Granulozyten mit 
geringerer Beteiligung von neutrophilen Granulozyten und Mastzellen, 
verursacht (Rovere und Nunez, 1977; Stromberg und Fisher, 1986; Rosa 
und Moschini, 1988; Van Den Broek et al., 2000). Dabei ist auch eine 
dezente lymphozytäre Komponente in der Haut sowohl von Schafen als 
auch Rindern zu beobachten (Stromberg und Fisher, 1986; Rosa und 
Moschini, 1988). Neuere Studien zeigen, dass in Abhängigkeit von der 
befallenen Wirtsspezies unterschiedliche Subpopulationen von T-
Lymphozyten und ihre Cytokine an den Entzündungsreaktionen in der 
Haut beteiligt sind (Van Den Broek et al., 2005; Hoek et al., 2009; McNeilly 
et al., 2010).  
Die Infektion mit P. ovis führt im Wirtstier zu Bildung von Antikörpern (IgG 
und IgE), welche im Serum durchschnittlich 2 Wochen post infectionem 
nachgewiesen werden können (Fisher et al., 1986; Matthes et al., 1996; 
Losson et al., 1999; Van Den Broek et al., 2000). 
 
4. Pathogenese 
Durch Kontakt mit infizierten Individuen oder mit kontaminierten 
Materialien gelangt P. ovis auf die Hautoberfläche der Wirtstiere. Im 
Gegensatz zu Sarcoptes-Milben gräbt P. ovis keine Gänge in die Haut, 
sondern parasitiert auf der Hautoberfläche. Durch Abrasion der Epidermis 
und Ausscheidung entzündungsfördernder Substanzen durch die Milben 
entwickelt sich, je nach Lokalisation des Milbenbefalles, eine chronische 
Otitis media beziehungsweise eine chronische exsudative, von Alopezie 
und Hyperkeratose begleitete Dermatitis mit einem gemischtzelligen, von 
eosinophilen Granulozyten dominierten entzündlichen Infiltrat.  




Bei der bei allen motilen Entwicklungsstadien nachgewiesenen 
Nahrungsaufnahme (Thind und Ford, 2007) dringen die Mundwerkzeuge 
von P. ovis bis an das innere Stratum corneum (Sinclair und Filan, 1989), 
nicht aber in vaskularisierte Bereiche der Haut vor. Wie durch 
ultrastrukturelle Untersuchungen gezeigt werden konnte, ernährt sich P. 
ovis in erster Linie von den zellreichen entzündlichen Exsudaten der 
befallenen Wirtstiere (Mathieson und Lehane, 2002). Dabei scheinen die 
Milben durch eigene, noch nicht vollständig identifizierte, chemotaktisch 
aktive Substanzen den Influx von eosinophilen Granulozyten zu 
stimulieren (Wildblood und Jones, 2007). Ein die Entzündung begleitendes 
Ödem resultiert aus der Freisetzung von unter anderem Histamin aus 
residenten und eingewanderten Mastzellen. Durch Substanzen, die von 
der Milbe mit dem Kot ausgeschieden werden und zum Teil ausgeprägte 
Homologie mit Allergenen von einigen Hausstaubmilben aufweisen (z. B. 
Tropomyosin, Paramyosin und Apolipoprotein/Vitellogenin), werden im 
Verlauf der Infektion mit P. ovis sowohl Antikörper vom IgG als auch vom 
IgE Typ gebildet (Huntley et al., 2004). Dabei werden die von der Milbe mit 
dem Kot ausgeschieden Stoffe in der Haut von dendritischen Zellen 
aufgenommen und gelangen mit der Lymphflüssigkeit in die regionären 
Lymphknoten (Steinman, 1991; Banchereau und Steinman, 1998; 
Fukunaga et al., 2008). Alternativ und deutlich schneller können Antigene 
mit Molekülmassen bis 70 kDa zellunabhängig in die Lymphknoten 
geschwemmt und dort von residenten Antigen-präsentierenden Zellen 
aufgenommen werden (Sixt et al., 2005). Im Lymphknoten kommt es in 
Folge der Proliferation von B-Zellen zur reaktiven Hyperplasie, die in 
Abhängigkeit ihres Ausmaßes zu einer deutlichen Volumenzunahme des 
Lymphknotens führen kann (Sobotta und Welsch, 2006). Im Bereich der 
entzündeten Haut führt ein Zweitkontakt der Milbenantigene mit auf der 
Oberfläche von Mastzellen exprimierten spezifischen IgE-Antikörper im 
Rahmen einer allergischen Reaktion (vom Typ I) zu deren Degranulation 
(Van Den Broek et al., 2003).  




Einen weiteren Stimulus für die den Entzündungsprozess fördernde 
Mastzelldegranulation stellt möglicherweise der unter anderem auch von 
eosinophilen Granulozyten sezernierte Plättchen aktivierende Faktor 
(PAF) dar (Jolly et al., 2001).  
Inwieweit aus der Milbe isolierte freie Radikale neutralisierende Enzyme 
wie Peroxiredoxin Po-TPx (McNair et al., 2009), Superoxiddismutase, 
Thioredoxin, Glutathion-S-Transferase und diverse andere Proteasen in 
der Pathogenese der Hautschädigung eine Rolle spielen, ist noch nicht 
hinreichend geklärt. Diskutiert wird eine mögliche Beteiligung bei der 
Degradierung von Gewebe beziehungsweise eine protektive Funktion 
gegenüber der Immunantwort des Wirtes (Kenyon und Knox, 2002; 
Kenyon et al., 2003). 
Zusätzlich scheint P. ovis möglicherweise auch als Vektor für pathogene 
Mikroorganismen zu fungieren. Beispielsweise wurden aus Psoroptes-
Milben pathogene Mykoplasmen kultiviert und eine Reihe von Bakterien 
(unter anderem Serratia spp., Staphylococcus spp., Alloiococcus otitidis) 
isoliert (Cottew und Yeats, 1982; Damassa und Brooks, 1991; Mathieson 
und Lehane, 1996; Hogg und Lehane, 1999, 2001; Bates, 2003).  
 
5. Diagnose und Differentialdiagnosen 
Die klassische Diagnose einer Psoroptes-Infektion basiert auf der 
klinischen Untersuchung in Verbindung mit der mikroskopischen 
Untersuchung von Hautgeschabseln (Ochs et al., 2001). Da jedoch die 
klinische Symptomatik nicht pathognomonisch ist und die Untersuchung 
der Hautgeschabsel lediglich eine geringe bis mittlere Sensitivität aufweist, 
waren die Ergebnisse dieser Diagnostik teilweise unbefriedigend 
(Meleney, 1978; Ochs et al., 2001; Alnaaimi und Al-Badrani, 2010). Zum 
Nachweis spezifischer Serum-Antikörper gegen P. ovis-Antigene bei 
Schafen, Rindern und Kaninchen wurden für experimentelle Zwecke 
mehrere ELISA (Enzyme Linked Immunosorbent Assay)-basierte Assays 
entwickelt. 




Die Sensitivität dieser Tests beträgt bei Schafen je nach Rasse, 
Geschlecht und Alter 52 bis 100% bei einer Spezifität von 75 bis 100% 
(Fisher, 1983a, 1983b; Wassall et al., 1987; Boyce und Brown, 1991; 
Boyce et al., 1991; Lonneux et al., 1996; Ochs et al., 2001).  
Als Differentialdiagnosen kommen neben Infektionen mit anderen 
Räudemilben, die morphologisch unter anderem anhand ihrer Prätarsen 
unterschieden werden können (siehe Abbildung 4), Irritationen durch 
diverse Insekten und Zecken, aber auch Vergiftungen und 
Mangelerscheinungen in Betracht (Dirksen et al., 2006). 
  
6. Therapie 
Die Räude wurde bereits in der Antike behandelt. Zum Einsatz kamen 
dabei Zubereitungen mit teils harmlosen Bestandteilen wie Öl und Wein, 
aber auch giftigen Stoffen wie Quecksilber, Nikotin und Arsenik. Bis 1800 
wurden betroffene Tiere manuell mit diesen Mitteln gewaschen. Danach 
erfolgten erste, beschwerliche Versuche mit Tauchbädern, bei denen die 
Tiere in Wannen auf ebenem Grund getaucht wurden. Später setzte sich 
ein alternatives Dipverfahren unterhalb des Bodenniveaus durch. Das 
erste kommerzielle Dippräparat wurde 1843 von William Cooper entwickelt 
(Kirkwood, 1986; O' Brien, 1999).  
Seit den frühen 40er Jahren des 20. Jahrhunderts erfolgen der Einsatz 
und die Entwicklung unterschiedlicher Substanzgruppen. Anfänglich 
eingesetzte Verbindungen aus der Gruppe der Organochloride sind 
aufgrund ihrer nachgewiesenen Anreicherung in der Nahrungskette und 
ihrer Persistenz in der Umwelt sehr kritisch zu beurteilen und wurden 
durch die deutlich besser abbaubaren Organophosphate verdrängt. 
In den 70er Jahren wurden mehrere Gruppen von Ektoparasitika 
eingeführt. Neben den sogenannten Insektenwachstumsregulatoren, die 
jedoch keine Anwendung in der Kontrolle der Psoroptes-Räude finden, 
wurden die Triazapentadiene und chemische Derivate von Pyrethrinen 
entwickelt. 




Avermectine und die strukturell verwandten Milbemycine, makrozyklische 
Fermentationsprodukte von Streptomyces avermilitis beziehungsweise 
Streptomyces hygroscopicus aureolacrimosus, wurden 1975 entdeckt und 
aufgrund ihrer breiten antiparasitären Wirkung (Läuse, Räudemilben, 
meisten larvalen Stadien und Adulti relevanter Magen-Darm-Nematoden, 
Lungenwürmer und Dasseln) und therapeutischen Breite in die 
veterinärmedizinische Therapie eingeführt. Dabei zeigt in der Regel eine 
einmalige subkutane Applikation gängiger Wirkstoffe eine gute Wirkung 
auf das Einzeltier (O' Brien et al., 1994; Bates et al., 1995). In größeren 
Beständen wird jedoch im Hinblick auf den Entwicklungszyklus von P. ovis 
und um gegebenenfalls bei erster Behandlung übersehene Tiere erfassen 
zu können, eine zweimalige Applikation im Abstand von 7 bis 10 Tagen 
empfohlen. Bestände, in denen regelmäßig zugekaufte Tiere eingestallt 
werden, sollten geschützt werden durch Behandlung des Zukaufs mit lang 
wirksamen Formulierungen (Rehbein et al., 2002). 
Aufgrund der Entwicklung von Medikament-Resistenzen, der Erkenntnis 
der mit dem Gebrauch von Chemotherapeutika verbundenen Gefahren für 
die Umwelt und auch aus ökonomischen Gründen wird nach alternativen 
Behandlungsstrategien gesucht (Halley et al., 1993; Clark et al., 1996; O' 
Brien, 1999; Bates, 2004). 
Ein interessanter Ansatz ist der Einsatz von pathogenen Pilzen. Sowohl in 
vitro als auch in vivo konnten letal verlaufende Infektionen der Milbe mit 
Metarhizium anisopliae und Beauveria bassiana induziert werden (Brooks 












Unter günstigen Haltungs- und Fütterungsbedingungen besteht die 
Möglichkeit der Selbstbegrenzung und Spontanheilung einer Infektion mit 
P. ovis. Hingegen ist bei ungünstigen Umweltbedingungen mit schweren, 
protrahierten Verläufen, einschließlich Todesfällen zu rechnen. 
Einzeltierbehandlungen sind in der Regel erfolgreich, während die Tilgung 
der Räude auf Bestandsebene ungleich schwieriger ist. Bei regelmäßigem 
Zukauf von Tieren besteht zudem immer die Gefahr der Neuinfektion des 
Bestandes (Dirksen et al., 2006).   
 
8. Ökonomische Schäden durch Psoroptes ovis-
Infektionen 
Bezüglich der von Psoroptes ovis-Infektionen verursachten 
wirtschaftlichen Schäden liegen nur wenige Daten vor (Lonneux et al., 
1998; Rehbein et al., 2000b). Die Kosten eines Ausbruchs der Psoroptes-
Räude in Rinderbeständen der USA von 1972/73 wurden auf 40 Millionen 
Dollar geschätzt (Jensen, 1979), 1975 betrug der geschätzte Verlust durch 
Prophylaxe, Behandlung und Wertminderung infizierter Rinder 65 
Millionen Dollar.  Drummond (1981) bezifferte den durch Milben allgemein 
verursachten, geschätzten Verlust in den USA mit 29,7 Millionen Dollar. 
Einer Schätzung von Pouplard (1990) zufolge mussten in Belgien 400,000 
Rinder behandelt werden. Bei mit Psoroptes ovis infizierten Rindern wurde 
eine um bis 21% reduzierte Futteraufnahme festgestellt (Tobin, 1962). Da 
der Erhaltungsbedarf der Tiere linear mit der Fläche der milbenalterierten 
Hautareale ansteigt (Cole und Guillot, 1987), sinken die täglichen 
Gewichtszunahmen (Tobin, 1962; Meleney und Fisher, 1979; Guillot und 
Cole, 1984; Cole und Guillot, 1987; Lonneux et al., 1997, 1998; Rehbein 
et al., 2002) bis hin zum Verlust von Körpergewicht (Lonneux et al., 1997; 
Rehbein et al., 1997). 




Auch bei Schafen ist durch den Befall mit Psoroptes ovis eine schwere 
Beeinträchtigung der Körpergewichtsentwicklung (Kirkwood, 1980; 
Rehbein et al., 2000a), beziehungsweise Körpergewichtsverlust (Meintjes 
et al., 2002) beschrieben worden.  
Kirkwood (1980) bezifferte den in einer Herde mit 100 infizierten Schafen 
durch verminderte Gewichtszunahmen entstehenden Verlust mit 1000 ₤. 
Ferner kann sowohl die entzündliche Alteration als auch die Automutilation 
der Haut kann zu Woll- beziehungsweise Lederschäden führen (Von Rotz 
et al., 1983; Buechler, 1984; Rehbein et al., 2000b). Allein im Vereinigten 
Königreich wird der Verlust durch minderwertige Schafshäute jährlich auf 
15 Millionen ₤ geschätzt (Coles, 1998). Daneben fallen weitere Kosten, 
unter anderem für Behandlung und Diagnostik an (Jensen, 1979; Lonneux 
et al., 1998), welche sich z. B. im Falle der Schafräude in Großbritannien 
aktuell auf etwa 8 Millionen ₤ jährlich belaufen (Nieuwhof und Bishop, 
2005). 
 
9. Untersuchte Organe 
Grundlegende Aspekte der Anatomie, Funktion und Physiologie der in der 




Die Haut (Cutis) im eigentlichen Sinne ist als Bestandteil des 
Integumentum commune die äußere Bedeckung des Körpers 
einschließlich der als Adnexe zusammengefassten Haarfollikel, Talg-, 
Schweiß- und Spezialdrüsen. Beim Rind nimmt sie, je nach Alter des 
Tieres, eine Fläche von 1 bis 6 m²  ein (Curtis, 1983). Sie funktioniert als 
Schutz vor Austrocknung, physikalischen, chemischen und infektiösen 
Noxen und spielt eine entscheidende Rolle in der Wärmeregulation und 
als immunologische Grenzschicht. 




Neben ihrer Aufgabe als Sinnes- und Kommunikationsorgan ist sie ein 
wichtiges Stoffwechsel- und Speicherorgan mit Fähigkeit zur Synthese, 
Absonderung und Ausscheidung von Stoffen (König und Liebich, 1999; 
Weiss und Teifke, 2007). 
Anatomisch-histologisch ist das Integumentum commune geschichtet 
aufgebaut und besteht aus Oberhaut (Epidermis), Lederhaut (Dermis, 
Korium) und Unterhaut (Subkutis, Hypodermis) (König und Liebich, 1999).  
Diese grobe Schichtung kann feiner differenziert werden, so daß von 
apikal nach basal das Statum corneum, ein variabel auftretendes Stratum 
lucidum sowie die Strata granulosum, spinosum und basale der Epidermis 
und nachfolgend die Strata papillare und reticulare der Dermis 
unterschieden werden können. Die Schichtung der Epidermis spiegelt den 
Ablauf der zellulären Differenzierung wieder. Durch mitotische Teilung der 
über Hemidesmosomen fest mit einer Basalmembran und untereinander 
über Desmosomen verbundenen Keratinozyten des Stratum basale erfolgt 
die ständige Regeneration der Epidermis (Fritsch, 1988).  
In der Lederhaut dienen die abhängig von der mechanischen Belastung 
mehr oder weniger stark ausgeprägten zapfenförmigen Vorstülpungen des 
vaskularisierten Stratum papillare neben der Verankerung der Epidermis 
auch ihrer Ernährung. Aus den Gefäßen gelangen Nährstoffe durch 
Diffusion in die gefäßfreie Epidermis. Vorzugsweise im Stratum papillare 
finden sich als Abkömmlinge der Epidermis Haare, Talg- und 
Schweißdrüsen, die sogenannte Epidermistrias, eingebettet in einem 
Netzwerk aus kollagenen und elastischen Fasern. Das darunter liegende, 
deutlich zellärmere Stratum reticulare stellt die stärkste Schicht des 
Koriums und die bindegewebige Verbindung zur Unterhaut dar. Scheren-
gitterartig angeordnete Kollagenfasern in Kombination mit elastischen 
Fasern sind die Hauptträger der mechanischen Eigenschaften der Haut. 
Die als Verschiebe- und Isolierungsschicht in den meisten Körperregionen 
ausgebildete, vaskularisierte und innervierte Unterhaut besteht aus 
lockerem, unregelmäßig angeordnetem Bindegewebe mit mehr oder 
weniger reichlich eingelagertem Fettgewebe. 





Lymphknoten sind ein wesentlicher Bestandteil des lymphatischen 
Gewebes. Neben ihrer Funktion in der Immunantwort sind sie an der 
Hämatopoese (Bildung von Lymphozyten, Plasmazellen und 
Makrophagen) beteiligt.  
Die in das Lymphdrainagesystem durch afferente und efferente Gefäße 
eingebundenen Organe sind von einer Bindegewebskapsel umgeben, von 
der bindegewebige Trabekel ins Innere ziehen und dieses unvollständig in 
kammerartige Kompartimente unterteilen. Die Kompartimente sind 
ausgefüllt mit retikulärem Bindegewebe, dem morphologischen Äquivalent 
der Filterfunktion des Lymphknotens (Sixt et al., 2005), in das 
Makrophagen und dendritische Zellen sowie unterschiedliche Formationen 
von Lymphozyten und deren Differenzierungsstufen eingelagert sind. 
Diese sind in der Peripherie dichter als im Zentrum gepackt, was eine 
mikroskopische Differenzierung von Mark und Rinde erlaubt.  In der Rinde 
finden sich zum einen primäre Lymphfollikel, in denen naive B-
Lymphozyten (ohne bisherigen Antigenkontakt) angesiedelt sind, zum 
anderen T-Lymphozyten die parafollikulär liegen. In der parakortikalen 
Zone verlaufen hochendotheliale Venolen, aus denen zirkulierende naive 
CD4+-T-Zellen sowie B-Zellen via Diapedese austreten (Abbildung 6). 





Abbildung 6: Lymphknoten, schematisch dargestellt und in vier Sektoren (I-IV) 
gegliedert, deren Komponenten aber im ganzen Lymphknoten in gleicher Weise verteilt 
sind. Die in dieser Darstellung gezeigten Verhältnisse sind bei Mensch (vorliegende 
Abbildung) und Rind prinzipiell vergleichbar. I: Mit B- und T-Lymphozyten assoziierte 
Strukturen. II: Makrophagen und antigenpräsentierende Zellen. III: Mikrozirkulation. IV: 
Follikel und retikuläres Bindegewebe. Abbildung entnommen aus Lehrbuch der Histologie 




Umgebenen von einer bindegewebigen Kapsel, liegen die beim Rind 
kommaförmige linke und in Form eines stilisierten Herzens ausgebildete 
rechte Nebenniere retroperitoneal. Die Nebennieren bestehen aus zwei 
funktionell verschiedenen Anteilen, der Steroidhormon- produzierenden, 
zonal aufgebauten Nebennierenrinde (NNR) und dem Katecholamin-
poduzierenden Nebennierenmark (NNM) (Abbildung 7).  
Subkapsulär findet sich beim Rind die Zona glomerulosa, knäuelförmig 
angeordnete Zellen, die bei anderen Spezies auch arkadenförmig formiert 
sein können. Die Zellen der sich angrenzenden Zona fasciculata liegen in 
radiärer, strangartiger Orientierung vor. 




Mehr oder weniger deutlich abgrenzbar schließt an diese die 
perimedulläre Zona reticularis an (König und Liebich, 1999). 
Im NNM liegen unter anderem die durch Chromsalze anfärbbaren (= 
chromaffinen) katecholaminproduzierenden Endokrinozyten. 
 
Abbildung 7: Schematische Darstellung der Nebennierenkompartimente und der in den 
einzelnen Nebennierenzonen  produzierten Hormone. Die in dieser Darstellung gezeigten 
Verhältnisse sind bei Mensch (vorliegende Abbildung) und Rind prinzipiell vergleichbar. 
Abbildung entnommen aus „Lehrbuch der Histologie“ (Sobotta und Welsch, 2006).




9.3.2. Physiologie der Nebenniere 
Die Blutversorgung der Nebenniere erfolgt zum einen über multiple kleine, 
aus größeren benachbarten Gefäßen entspringende Arterien, die über die 
Kapsel eintreten und sich in radiär gerichtete Rindenkapillaren verästeln, 
diese Angioarchitektur ist für die Synthese der Katecholamine von großer 
Bedeutung. Daneben wird das Mark durch Arteriolen versorgt, die 
unverzweigt durch die Rinde ziehen. Der Abfluss über die in die Vena 
renalis und/oder kaudale Hohlvene mündende Zentralvene des Markes 
erfolgt über Venen, die über Längsmuskelpolster in ihrer Adventitia 
verfügen. Diese modifizierten Venen sind befähigt, den Fluss des mit 
Hormonen angereicherten Blutes zu drosseln. Somit kommt ihnen eine 
Regulationsfunktion zu, die in Stresssituationen eine wichtige Rolle spielt 
(Bassett und West, 1997; Rohen und Lütjen-Drecoll, 2000). 
Die Innervation der Nebenniere erfolgt zum größten Teil über 
sympathische, im geringeren Maße auch über parasympathische Anteile 
des vegetativen Nervensystems. Daneben werden sowohl NNR als auch 
NNM durch diverse Neuropeptide beeinflusst (Edwards und Jones, 1994; 
Nussdorfer und Malendowicz, 1998; Cavadas et al., 2003). 
 
9.3.2.1. Nebennierenrindenhormone 
Jede Zone der Nebennierenrinde (NNR) synthetisiert in komplexen 
Kaskaden von Umwandlungsschritten aus Cholesterol eine spezielle 
Gruppe von Kortikosteroiden (Keegan und Hammer, 2002). In der Zona 
glomerulosa werden Mineralokortikoide mit den beiden wichtigsten 
Vertretern Aldosteron und Desoxykortikosteron synthetisiert.  
Die in der Zona fasciculata gebildeten Glukokortikoide beeinflussen den 
Kohlenhydrat-, Aminosäuren- und bedingt auch den Fettstoffwechsel, 
wirken permissiv auf das Herz-Kreislaufsystem und spielen eine wichtige 
Rolle bei entzündlichen und allergischen Prozessen (Löscher et al., 2002).




Ihre im Regelfall circadiane Freisetzung (Thun, 1981; Lefcourt et al., 1993) 
steht primär unter der Kontrolle des Hypothalamus/Hypophysen-
vorderlappen-Systems und wird durch dessen Hormone, Corticotropin 
Releasing Hormon (CRH) und Adrenokortikotropes Hormon (ACTH) und 
negative Rückkopplungsmechanismen reguliert. Beim Rind, wie auch 
beim Schwein und Schaf wirkt das aus dem Hypophysenhinterlappen 
stammende Antidiuretische Hormon (ADH) ebenfalls ACTH-freisetzend 
(Minton, 1994). Die biologische Rhythmik der Glukokortikoidfreisetzung 
kann jedoch durch Stress durchbrochen werden. So stimulieren 
beispielsweise verschiedene im Rahmen von Entzündungsprozessen oder 
Infektionen gebildete Cytokine (unter anderem IL-1, IL-6, Tumor Nekrose 
Faktor α) über die Hypothalamus-Hypophysen-Nebennieren-Achse die 
Glukokortikoidproduktion in der Nebennierenrinde (Marx et al., 1998; 
Turnbull und Rivier, 1999).  
Aus der Zona reticularis, beim weiblichen Rind auch im geringeren Maße 
aus dem Ovar, stammen die Sexualhormonvorstufen 
Dehydroepiandrostenon (DHEA) und Dehydroepiandrostenon-Sulfat 
(DHEA-S) (Wise et al., 1982; Baulieu, 1998; Gabai et al., 2004). In der 
Trächtigkeit ist die Plazenta die wichtigste DHEA-Quelle (Geisert und 
Conley, 1998). DHEA und DHEA-S werden in den Gonaden zu Östrogen 
und Testosteron umgewandelt (Labrie, 1991). Beim weiblichen, nicht 
trächtigen Rind scheint die Ausschüttung von DHEA und DHEA-S von 
ACTH unabhängig zu sein (Marinelli et al., 2007).  Neben der Bedeutung 
als Vorstufe der Sexualhormone übt DHEA eine hemmende Wirkung auf 
die Katecholaminproduktion aus (Hu et al., 2000; Liu und Wang, 2004).





In den chromaffinen Zellen des Nebennierenmarkes werden die 
Katecholamine Dopamin, Noradrenalin und Adrenalin synthetisiert. Diese 
werden in Granula gespeichert und bei Bedarf durch Exozytose freigesetzt 
(Hinojosa-Laborde und Lange, 1999; Flatmark, 2000). Über medulläre, die 
chromaffinen Zellen umgebenen Kapillaren gelangen die Hormone in das 
venöse Blut. Katecholamine fungieren als Neurotransmitter im peripheren 
und zentralen Nervensystem. 
 Zu einer gesteigerten Ausschüttung kommt es in körperlichen und/oder 
psychischen Stresssituationen unter Einfluss einer kompensatorisch 
erhöhten Sympathikusaktivität (Carmichael und Winkler, 1985; Döcke, 
1994). Zielstrukturen der Katecholamine sind die G-Protein-gekoppelten α- 
und β- Adrenozeptoren des vegetativen und zentralen Nervensystems. 
Neben multiplen Effekten auf diverse Körperfunktionen wirken sie positiv 
dromo-, iono-, chrono- und bathmotrop auf das Herz. Die Synthese der 
Katecholamine unterliegt auf Ebene der Transkription dem Einfluss der 
Glukokortikoide (Seidl und Unsicker, 1989). So führt Glukokortikoidmangel 
zur adrenomedullären Dysfunktion und konsekutiv zu inadäquater 
Stressantwort (Zuckerman-Levin et al., 2001). 
 
9.3.3. Wachstumsprozesse der Nebenniere 
Wie jedes Organ wachsen die Nebennieren in der Embryonal- und 
Fetalentwicklung, als auch postnatal bis zu ihrer physiologischen Größe in 
Relation zu dem sie beherbergenden Körper heran. Die im Rahmen der 
natürlichen Entwicklung ablaufenden Wachstumsprozesse scheinen dabei 
abhängig von Alter und Geschlecht zu sein (Bielohuby et al., 2007). 
Abgesehen von embryonalen und kongenitalen Entwicklungsstörungen 
sind Tumore sowohl der Rinde als auch des Markes als pathologische 
Proliferation beschrieben (Schmidt und Dahme, 2007). 




Die Größe der Nebennieren ist abhängig von der Zellzahl und Größe der 
Zellen (Hoeflich et al., 2002). Ein Wachstum der Nebennieren kann somit 
bedingt sein durch eine Vermehrung (Hyperplasie) und/oder Vergrößerung 
der Zellen (Hypertrophie). 
Diese Wachstumsprozesse können reaktiv oder adaptiv bedingt sein. 
Kompensatorisches Wachstum als adaptive Reaktion stellt sich bei Ausfall 
oder Insuffizienz der kontralateralen Nebenniere ein, wie an 
hemiadrenalektomierten Ratten gezeigt werden konnte (Engeland et al., 
2005). Reaktives Wachstum der Nebennierenrinde wird ausgelöst durch 
permanent erhöhte Konzentration von ACTH und anderer 
wachstumsstimulierender Faktoren wie Wachstumshormon (GH) und 
Insulin-like Growth Factor 1. Der qualitative und quantitative Einfluss 
diverser wachstumsstimulierender und hemmender Faktoren auf 
unterschiedliche Zonen der Nebennierenrinde wurde zum größten Teil an 
Mäusen und Ratten erhoben (Rebuffat et al., 1979; Conran und 
Nickerson, 1982; Mazzocchi et al., 1983, 1986; Nussdorfer et al., 1986; 
Andreis et al., 1990; Milosevic et al., 1996; Hoeflich et al., 2002; Trifunovc 
et al., 2008). So konnte an GH-transgenen Mäusen beispielsweise gezeigt 
werden, dass einzelne Faktoren, beispielsweise GH, dissoziierte 
wachstumsstimulatorische Effekte in der Nebennierenrinde zeigen. 
Ebenso ist eine spezifische Inhibition des hypertrophen 
Nebennierenrindenwachstums durch Insulin-like Growth Factor-
Bindeprotein 2 belegt (Hoeflich et al., 2002). 





In der Literatur und im Sprachgebrauch werden häufig die beiden Termini 
Stress und Disstress synonym für eine wie auch immer geartete Störung 
des Wohlbefindens und der physiologischen Homöostase genutzt. 
Homöostase ist die Gesamtheit aller physiologischen Prozesse, die 
Verhältnisse und Funktionen im Körper konstant beziehungsweise 
aufrechterhalten (Cannon, 1928). Ereignisse, die den Grundzustand des 
Wohlbefindens und der Homöostase stören oder bedrohen (Chrousos, 
1998), werden als Stressoren bezeichnet. Die Antwort eines Organismus 
auf diese Stressoren ist prinzipiell nützlich und auch erwünscht. 
Paradebeispiel ist die sogenannte fight-or-flight- Reaktion, die auch in der 
Geschichte der Evolution eine wichtige Rolle spielt. Der Begriff „Eustress“ 
(Selye, 1975) unterstreicht die möglich positive Wirkung mancher 
Stressoren. In der Antwort auf Stressoren gibt es individuelle wie auch 
speziesspezifische Unterschiede. Als komplexes Zusammenspiel vieler 
regulativer und adaptiver Mechanismen ist Stress ein konklusiver innerer 
Zustand, der nicht über einen alleinigen biologischen Parameter erfasst 
und gemessen werden kann (NRC, 2008). 
Disstress ist ein mit signifikanter Alteration von Körperfunktionen 
einhergehender, aversionsbehafteter Zustand, dem ein Organismus sich 
nicht entziehen, oder nur unzureichend adaptiv begegnen kann (Moberg, 
1987; Carstens und Moberg, 2000). Dieser Zustand kann durch akut oder 
chronisch einwirkende, solitäre, besonders schwere Stressoren und/oder 
synergistische Effekte multipler schwächerer Stressoren bedingt sein. 
Die Nebenniere, als das Effektororgan der Hypothalamus-Hypophysen-
Nebennieren- als auch der Sympathikus-Adrenomedullären-Achse spielt 
in der Stressreaktion eine wichtige Rolle. In der Literatur, die 
Stressgeschehen bei Wiederkäuern gewidmet ist, wird häufig die 
zwischen einzelnen Individuen stark schwankende Serum-
Kortisolkonzentration als Kriterium für Stress angegeben (Minka und Ayo, 
2009).




Als weitere biochemische Parameter zur Beurteilung von Stress ist die 
Erhöhung der Konzentration der Tyrosinhydroyxlase, ein in 
Nebennierenmark lokalisiertes Enzym in der Biosynthese der 
Katecholamine (Mounier et al., 2005) sowie die Bestimmung von 
Antioxidantien in Blut und Organen beschrieben (Dimri et al., 2010).  
Ein methodisch anderer Ansatz ist die Beurteilung von verändertem 
Verhalten (Corke und Broom, 1999; Berriatua et al., 2001; Mounier et al., 
2005; De Bonte et al., 2009; Walker et al., 2010). So werden Einflüsse, 
welche Verhaltensmuster stören, die mit Wohlbefinden assoziiert werden 
können, wie z. B. Rumination, Liegen oder Ruhen bei Wiederkäuern, per 
Definition als Stressoren bewertet. 
Das relative Gewicht der Nebennieren und der sogenannte Adrenalindex 
(Breite der Zona fasciculata-reticularis im histologischen Schnitt dividiert 
durch die Breite der Zona glomerulosa) wurden von mehreren Autoren als 
geeignete Parameter für eine gesteigerte Aktivität der Hypothalamus-
Hypophysen-Nebennierenachse beschrieben (Matthias, 1968; Appleby 
und Sohrabi, 1978; Van Rijswijk und Vorster, 1995). Veränderungen 
dieser Parameter konnten bei Rindern als Antwort auf diverse Stressoren 
beobachtet werden (Hartmann, 1974; Makumyaviri et al., 1985; Wilson, 
2002). 
Quantitativ-stereologische Analysen der Nebennieren, die morphologische 
Veränderungen als das Äquivalent einer Anpassung dieser an 
Langzeitstress detektieren, sind bei Wiederkäuern bislang nicht 
beschrieben worden. 
 
III. Material und Methoden     
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III. Material und Methoden 
1. Versuchsaufbau  
Im Rahmen einer geblindeten Studie zur Evaluation eines Akarizids 
wurden von der Firma Merial GmbH (Kathrinenhof Research Center, 
Rohrdorf) im Abstand von drei Monaten zwei experimentelle 
Infektionsversuche mit Psoroptes ovis-Milben durchgeführt (Abschnitt 1.1 
bis 1.5). Im Rahmen der entsprechend etablierter Richtlinien 
durchgeführten Versuche wurden gesunde männliche Deutsch-Fleckvieh 
Rinder mit Psoroptes ovis-Milben infiziert. Die Organe von nicht mit Milben 
infizierten Tieren dienten als Kontrolle. Zur Beurteilung der Effekte einer 
akariziden Therapie wurde die Hälfte der mit Milben infizierten Tiere acht 
Wochen nach Milben-Infektion mit einem Akarizid aus der Gruppe der 
makrozyklischen Lactone behandelt, infizierte, nicht akarizid therapierte 
Tiere wurden mit physiologischer Kochsalzlösung scheinbehandelt.  
Im Folgenden werden die 
nicht infizierten, nicht behandelten Tiere als Kontrolltiere/-gruppe; 
infizierte, akarizid therapierte Tiere als behandelte Tiere/Gruppe und 
infizierte, scheinbehandelte Tiere als unbehandelte Tiere/Gruppe 
bezeichnet. 
Zum Versuchsende nach weiteren acht Wochen wurden die Tiere 
geschlachtet und Proben der im Rahmen der vorliegenden Arbeit 
untersuchten Organe (Haut, Buglymphknoten und Nebennieren) 














Im Rahmen beider Infektionsversuche wurden insgesamt 32 männliche 
Deutsch-Fleckvieh Rinder untersucht. Die Tiere der behandelten (n = 16) 
und unbehandelten Gruppen (n = 16) waren bei der Schlachtung  jeweils 
39 ± 3 Wochen alt. Das Alter der Kontrolltiere (n = 4) betrug zum Zeitpunkt 
der Organprobennahme 43 ± 1 Wochen. Sämtliche Tiere waren zu 
Versuchsbeginn gesund und nicht mit Avermectin oder Milbemycin 
vorbehandelt. Die Abwesenheit von Psoroptes-Milben wurde nach der 
Einstallung, zu Versuchsbeginn am Tag -56, durch Untersuchung eines 
Hautgeschabsels pro Tier festgestellt. Die Rinder wurden bis zum 
Versuchsende isoliert voneinander in Stallungen des Kathrinenhof 
Research Centers der Firma Merial in Rohrdorf untergebracht und 






Akarizide Therapie bzw. 
Scheinbehandlung 
 
Einstallung Schlachtung & 
Probennahme 
- 63 - 56 - 49 0 7 14 21 28 35 42 49 56 
Versuchstag Fraktionierte Infektion mit insgesamt ~ 2000 Milben/Tier 
Bestimmung des Körpergewichts 
Entnahme von Hautgeschabseln zur Bestimmung der Milbenzahlen  
Entnahme von Hautgeschabseln zur Verifizierung der Abwesenheit von Milben  




1.2. Experimentelle Psoroptes ovis Infektion 
Zu Versuchsbeginn (Tag - 56 und - 49) wurden alle Tiere des 
Infektionsversuches (n = 32) mit jeweils ca. 2000, von einem Donortier 
gewonnenen Psoroptes ovis-Milben gemäß international anerkannten 
Richtlinien im Bereich des Widerristes infiziert (Vercruysse et al., 2006).  
 
1.3. Einteilung der Tiere in die behandelte und unbehandelte 
Gruppe 
Zur Einteilung der Tiere der Infektionsversuche (n = 32) in die behandelte 
und unbehandelte Gruppe wurden sämtliche Tiere am Tag 0 des 
Versuches gewogen und nach Gewicht jeweils paarweise einer Rangliste 
zugeordnet. Zufällig wurde dann ein Tier jedes Paares der behandelten 
und das jeweilige Partnertier der unbehandelten Gruppe zugeteilt 
(Vercruysse et al., 2006). Das durchschnittliche Gewicht der Tiere der 
ersten Versuchsgruppe betrug 228,4 ± 15,3 kg, das der zweiten 
durchschnittlich 234,8 ± 14,9 kg. Tiere der ersten Gruppe wogen dabei 
zwischen 204 und 256 kg und Tiere der zweiten Versuchsgruppe 
zwischen 210 und 267 kg. 
Die an den Tieren der  behandelten beziehungsweise der unbehandelten 
Gruppe beider Infektionsversuche erhobenen Befunde wurden 
gemeinsam ausgewertet, da das Alter und das Gewicht der Tiere sowie 
die applizierte Infektionsdosis nicht signifikant verschieden war. 
 
1.4. Behandlung bzw. Scheinbehandlung 
Gemäß international anerkannten Richtlinien (Vercruysse et al., 2006) 
erhielten von den 32 infizierten Tieren jeweils die Hälfte  eine einmalige 
subkutane Gabe eines Akarizids (n = 16, behandelte Gruppe), die andere 
Hälfte  wurde mit subkutan applizierter physiologischer Kochsalzlösung 
scheinbehandelt (n = 16, unbehandelte Gruppe). 




1.5. Bestimmung der Milbenzahlen  
Zur Bestimmung der Milbenzahlen wurden pro Tier jeweils sechs 
Hautgeschabsel aus unterschiedlichen Lokalisationen des Widerristes an 
den Tagen 0, 7, 14, 21, 28, 35, 42, 49 und 56 entnommen und innerhalb 
von 8 Stunden analysiert. Die Entnahme der Hautgeschabsel erfolgten im 
Bereich der Räudeläsionen (die sich vorrangig im Widerristbereich 
befanden, beziehungsweise von dort ausgingen) beziehungsweise in 
Bereichen, in denen sich ursprünglich Läsionen befunden hatten (die in 
Abheilung begriffen beziehungsweise abgeheilt waren). Zur Milbenzählung 
wurde jedes Geschabsel mit ca. 100 ml Leitungswasser, versetzt mit 
etwas Detergens (Pril), für etwa 5 Minuten auf einem Rüttler geschüttelt; 
danach wurde diese Suspension über ein Filtersystem mittels Unterdruck 
“ausgewaschen”, wobei die Milben (und ähnliche große Partikel) auf 
schwarzem Filterpapier aufgefangen wurden und nach kurzer Trocknung 
der Filterpapiere auf einer Wärmeplatte mithilfe einer Stereolupe als 
lebende (motile) Milben gezählt wurden (Barth und Visser, 1985; Rehbein 
et al., 2002). Lagen in einem Hautgeschabsel mehr als 100 Milben vor, 
wurde das Ergebnis als „> 100“ dokumentiert (Lonneux et al., 1997; 
Rehbein et al., 2002). 
 
1.6. Schlachtung und Bestimmung der Buglymphknoten- und 
Nebennierengewichte 
Zum Versuchsende am Tag 56 wurden den Tieren eine Blutprobe zur 
Bestimmung der Serumkortisolkonzentration und die letzten Haut-
geschabsel entnommen. Nach Ermittlung des aktuellen Körpergewichts 
(Vercruysse et al., 2006) wurden die Tiere durch Bolzenschuss betäubt 
und auf der Versuchsanlage des Merial Research Centers in Rohrdorf 
geschlachtet. Unmittelbar nach der Schlachtung wurden die im Rahmen 
der vorliegenden Arbeit untersuchten Organe (Buglymphknoten und 
Nebennieren) in toto entnommen und nach Abpräparation des 
umgebenden Binde- und Fettgewebes auf 0,1 g genau gewogen.  




1.7. Bestimmung der Serumkortisolkonzentration 
Eine unmittelbar vor der Schlachtung entnommene Blutprobe zur 
Bestimmung der Serumkortisolkonzentration wurde zur Analyse an ein 
externes Labor (VetMed Labor GmbH, Ludwigsburg) verschickt. Die 
Bestimmung der Kortisolkonzentration erfolgte dabei mittels eines 
elektrochemischen Lumineszenzimmunoassays (ECLIA). 
 
1.8. Übersicht zu Probenumfang, Probenprozessierung und 
untersuchten Parametern  
Von sämtlichen Tieren der Kontroll-, der Behandelten- sowie der 
unbehandelten Gruppe wurden Proben der Haut aus dem 
milbenalterierten Widerrist und dem makroskopisch unveränderten 
Bereich des Tarsus, der Buglymphknoten und der Nebennieren für 
histologische, morphometrische und quanititativ-stereologische 
Untersuchungen gewonnen.  
Die Dicke der Haut und ihrer einzelnen Schichten, deren Volumendichten 
in der Haut sowie die numerische Flächendichte eosinophiler 
Granulozyten und Mastzellen in den einzelnen Hautschichten wurde an 
Hämatoxylin-Eosin (HE) - beziehungsweise Giemsa-gefärbten Kunst-
stoffschnitten bestimmt. In HE-gefärbten Paraffinschnitten der 
Buglymphknoten wurden die Volumendichten von Keimzentren, sonstigen 
lymphatischen und nichtlymphatischen Geweben (= Kompartimente) im 
Lymphknoten und die Volumina dieser Kompartimente ermittelt. Die 
Bestimmung der Volumendichten der Zonen der Nebennierenrinde und 
des Nebennierenmarkes in der rechten Nebenniere erfolgte an HE-
gefärbten Paraffinschnitten. Das mittlere Zellvolumen und die Anzahl der 
Zellen der Zona fasciculata-reticularis wurde in Toluidinblau-Safranin-
gefärbten Epon-Semidünnschnitten von Stanzproben der rechten 
Nebennierenrinde bestimmt.  
 




Abbildung 9 zeigt eine Übersicht zum Probenumfang, Lokalisation der 
entnommenen Proben, angewandten Einbett- und Färbetechniken sowie 
der Zielparameter der an den entsprechenden Präparaten durchgeführten 



















Abbildung 9 (folgende Seite): Übersicht zu Probenumfang, Probenprozessierung und 
untersuchten morphometrischen und stereologischen Parametern. Die in Klammern 
angegebenen Zahlen verweisen auf die Kapitelnummern der entsprechenden 
Beschreibungen in den Abschnitten “Material und Methoden“ und “Ergebnisse“. 







Kontrolle    (n = 4):   nicht infiziert, nicht behandelt 
Behandelt    (n = 16): infiziert, behandelt 
Unbehandelt   (n = 16): infiziert, nicht behandelt (scheinbehandelt) 
Nebennieren 
Buglymphknoten 
Untersuchte(s) Organ(e) Probennahme & -prozessierung  Parameter 
Probennahme via Schlagstanzen [III.2.1.]; 
Fixierung [III.3.1.]; Lamellierung [III.3.4.]; 
senkrechte Einbettung in GMA/MMA [III.3.4.]; HE- 
& Giemsa Färbung [III.3.4.1. &.III. 3.4.2.] 
Histologische Befunderhebung [IV.4.1.1. & 
IV.4.1.2.]; Ermittlung der Dicke der 
Haut/Hautschichten [III.4.1.1.,  IV.5.1.1.1. & 
IV.5.1.2.1.]; Ermittlung des Volumenanteils einzelner 
Hautschichten in der Haut [III.4.1.2., IV.5.1.1.2. & 
IV.5.1.2.2.]; Ermittlung der numerische 
Flächendichte eosinophiler Granulozyten und 
Mastzellen in den einzelnen Hautschichten 
[III.4.1.3., IV.5.1.1.3. & IV.5.1.2.3.] 
Entnahme der Buglymphknoten; 
Organgewichtsbestimmung [II.2.2.]; Bestimmung der 
Organvolumina [III.2.2.1.]; Lamellierung & Entnahme 
von 10 Proben aus systematisch zufällig gewählten 
Lokalisationen des lamellierten Buglymphknotens 
[III.2.2.]; Fixierung [III.3.1.]; Einbettung in Paraffin 
[III.3.3.]; HE-Färbung [III.3.3.2.] 
Entnahme beider Nebennieren in toto, 
Organgewichtsbestimmung [III.2.3.]; Bestimmung der 
Organvolumina [III.2.3.]; Fixierung [III.3.1. & III.3.2.1.]; 
Lamellierung [III.3.2.1.]  
Entnahme von je 4 Proben in systematisch zufällig 
gewählten Lokalisationen der rechten 
Nebennierenrinde [III.3.2.1.]; Einbettung in Epon 
[III.3.5.], Herstellung von seriellen Semidünnschnitten 
[III.3.5.1.], Toluidinblau-Färbung [3.5.2.]  
Proben, Probenprozessierung und untersuchte Parameter 
Tiere 
Haut  
-3 Lokalisationen Widerrist 
(Sitz der Milben)  
-1 Lokalisation Tarsus 
(Vergleich zur infizierten 
Lokalisation am Widerrist) 
Histologische Befunderhebung [IV.4.2.] 
Ermittlung der Volumenanteile diverser 
Kompartimente am Lymphknoten [III.4.2.1. & 
IV.5.2.1] 
Ermittlung der Volumina diverser 
Lymphknotenkompartimente [III.4.2.2. & 
IV.5.2.2.] 
Einbettung des restlichen lamellierten Gewebes der 
rechten Nebenniere in Paraffin [III.3.3.]; HE-Färbung 
[III.3.3.2.] 
Bestimmung des mittleren Zellvolumens 
[III.4.3.7. &  IV.5.3.4.] und der Gesamtzahl der 
Zona fasciculata Zellen [III.4.3.8. & IV.5.3.5.] in 
beiden Nebennieren  
Histologische Befunderhebung [IV.4.3.]; Ermittlung 
der Volumenanteile  [III.4.3.1. &  IV.5.3.1.] und 
Volumina [III.4.3.2. & IV.5.3.2] der  
Nebennierenrindenzonen und des 
Nebennierenmarkes an den Nebennieren 






Nach Abziehen der Häute von den Tierkörpern wurden in der 
Widerristgegend (bei Tieren der behandelten / unbehandelten Gruppe aus 
dem Randbereich der Läsionen) in zufälliger Orientierung (Piérard und 
Lapière, 1987; Hünemörder, 1995; Wanke et al., 1999) drei jeweils ca. 5 
cm² große, runde Hautstücke mittels einer Schlagstanze entnommen. Eine 
weitere Probe gleicher Größe wurde aus der makroskopisch nicht von 
Milben alterierten Haut am Tarsus gewonnen. Die Proben wurden bis zur 
weiteren Prozessierung in 4%iger neutral gepufferter Formaldehydlösung 
(Nr. FN 10 000-4-1, SAV, Flintsbach a. Inn) fixiert. 
 
2.2. Buglymphknoten 
Die gewogenen Buglymphknoten wurden in planparallele, ca. 5 mm dicke 
Scheiben lamelliert. Zur systematisch zufälligen Auswahl (Gundersen und 
Jensen, 1987) der Entnahmelokalisation von jeweils 10 Gewebeproben (je 
ca. 1,5 cm³) für histologische und quantitativ-morphologische 
Untersuchungen wurden die, auf ihre rechte Schnittfläche abgelegten 
Scheiben mit einer durchsichtigen Testpunktrasterfolie (726 Testpunkte im 
Abstand von je 0,5 cm) bedeckt (Abbildung 10). Anhand der Gleichung 1 
(Lewis-Beck et al., 2004) wurde für jeden Buglymphknoten ein 
individuelles Beprobungsintervall ermittelt. Die erste der 10 zu 
entnehmenden Proben wurde zufällig ausgewählt. Hierzu wurde eine 
Zufallszahl zwischen 1 und k einer Zufallszahlentabelle (Stattrek, 2009) 
entnommen, und die Probe unter dem, durch die Zufallszahl definierten 
Trefferpunkt exzidiert. Danach wurde systematisch jeder weiterer k-te 
Trefferpunkt beprobt (Abbildung 10). Die exzidierten zehn Gewebeproben 
wurden mit der rechten Schnittfläche nach unten in Einbettungskassetten 
(Unilink, Engelbrecht, Edermünde) verbracht und in 4%iger neutral 
gepufferter Formaldehydlösung (Nr. FN 10 000-4-1, SAV, Flintsbach a. 
Inn) fixiert. 






=          (Gleichung 1) 
k    Beprobungsintervall 
N  Anzahl der Trefferpunkte auf den 
Lamellen  




Abbildung 10: Schematische Darstellung der Bestimmung von systematisch-zufällig 
gewählten Probenlokalisationen anhand eines durchsichtigen Testpunktrasters. Bei N = 
31 Trefferpunkten und 10 auszuwertenden Probenlokalisationen (n) ergibt sich nach k = 
N/n (Gleichung 1) ein Beprobungsintervall k = 3. Eine einer Zufallszahlenreihe 
entnommene Zufallszahl (im gezeigten Beispiel 2) zwischen 1 und k definiert die erste 
(zufällige) Probenlokalisation (Trefferpunkt 2). Systematisch wird dann jeder weitere k-te 
(hier: dritte) Trefferpunkt beprobt (rot und fett markierte Trefferpunkte). 
 
2.2.1. Bestimmung der Volumina der Lymphknoten 
Das spezifische Gewicht der Lymphknoten wurde mittels der auf dem 
Prinzip von Archimedes basierenden Submersionsmethode nach Scherle 
(Weibel, 1979) durch Verdrängung von isotoner Kochsalzlösung bestimmt. 
Die Volumina der Lymphknoten wurden als Quotient ihrer Masse und ihres 
spezifischen Gewichtes berechnet. 

































Nach Bestimmung der Volumina der präparierten Nebennieren (siehe 
Material und Methoden 2.2.1.) wurden diese bis zur weiteren 
Prozessierung in toto in 4%iger neutral gepufferter Formaldehydlösung 
(Nr. FN 10 000-4-1, SAV, Flintsbach a. Inn) bei 8°C fixiert. 
 
3. Prozessierung der Gewebeproben für 
histologische, morphometrische und quantitativ-
stereologische Analysen  
3.1. Fixation 
Bis zur weiteren Prozessierung wurde das Probenmaterial für mindestens 
24 Stunden bei 8°C in 4%iger neutral gepufferter Formaldehydlösung (Nr. 
FN 10 000-4-1, SAV, Flintsbach a. Inn) auf einem Taumler (Modell 4010, 
Köttermann, Häningsen) fixiert. 
 
3.2. Prozessierung der Nebennieren 
3.2.1. Entnahme von Stanzproben der Nebennierenrinde für 
quantitativ-stereologische Analysen 
Für morphometrische und quantitativ-stereologische Analysen wurde 
jeweils die rechte Nebenniere planparallel lamelliert (Scheibendicke ca. 3 
mm) (Abbildung 11 A). Die Auswahl der Entnahmelokalisationen von je 
vier systematisch zufällig gewählten Proben der Nebennierenrinde pro 
Tier für quantitativ-stereologische Analysen erfolgte (siehe Material und 
Methoden Kapitel 2.2.) unter Verwendung einer Testpunktrasterfolie mit 
1518 Testpunkten (Abstand: 0,3 cm). Mit einer im Institut für 
Tierpathologie hergestellten Stanze wurden senkrecht zur Oberfläche der 
Lamellen kreisrunde Gewebeproben mit 1 mm Durchmesser aus der 
Nebennierenrinde herausgestanzt (Abbildung 11 B).  




Diese wurden einzeln in mit 6,25%ige Glutaraldehydlösung und Sörensen-
Phospat-Puffer (siehe Anhang 1.3.1. und 1.3.2.) beschickte 
Reaktionsgefäße (Eppendorf safe lock tube, Eppendorf AG, Wesseling-
Berzdorf) verbracht (Abbildung 6 C). Nach Entnahme der Stanzproben 
wurden die Nebennierenlamellen auf ihre rechte Schnittfläche in 
Einbettungskassetten (Unilink, Engelbrecht, Edermünde) überführt und 
wieder in 4%ige gebrauchsfertige Formaldehydlösung (Nr. FN 10 000-4-1, 
SAV, Flintsbach a. Inn) verbracht.  
 
Abbildung 11: Entnahme von Stanzproben aus der Nebennierenrinde 
A) Repräsentative lamellierte, rechte Nebenniere mit Testpunktraster zur Entnahme von 
vier systematisch-zufällig gewählten Proben aus der Nebennierenrinde für quantitativ-
stereologische Analysen. 
B) Schematische Darstellung der im Institut für Tierpathologie hergestellten Stanze. 
C) Schematische Darstellung der aus den vier Lokalisationen gestanzten Gewebeproben 
vor Transfer in mit 6,25% Glutaraldehyd beschickte Reaktionsgefäße 




3.3. Paraffineinbettung und Schnittherstellung 
Zur Paraffineinbettung wurden die Lymphknotengewebeproben und 
Nebennierenlamellen routinemäßig in einem Einbettungsautomaten 
(Autotechnikon, Histomaster 2050/DI, Bavimed, Birkenau) wie folgt 
prozessiert:   
 
Spülen mit destilliertem Wasser  30  Min. 
Ethanol 70%ig        
(Bundesmonopolverwaltung für Branntwein,  
Offenbach a. Main) 2 x 1,5  Std. 
Ethanol 96%ig 2 x 1,5  Std. 
Ethanol 100%ig 2 x 1,5  Std. 
Xylol (SAV LP, Flintsbach a. Inn) 2 x 30   Min. 
Xylol 1,5  Std. 
Paraffin (SAV LP, Flintsbach a. Inn) bei 60°C  2  Std. 
Paraffin bei 60°C 3  Std. 
 
Anschließend wurden an einer Ausgießstation (TBS 88 Paraffin 
Embedding System, Medite GmbH, Burgdorf) Paraffinblöcke der Proben 
hergestellt. Mit einem Rotationsmikrotom (HM 315, Microm, Walldorf) 
wurden Schnitte mit einer nominellen Schnittdicke von 3 µm angefertigt. 
Diese wurden auf einem 40°C warmen Wasserbad (Daglef Platz, 
Wankendorf) gestreckt und auf geschliffene Objektträger (76 x 26 mm, 
Starfrost, Engelbrecht, Edermünde, Nr. 11250) aufgezogen. Zur 
Trocknung lagerten die Schnitte für mindestens 24 Stunden bei 40°C in 
einem Wärmeschrank (Memmert GmbH & Co. KG, Schwabach). 
 




3.3.1. Paraffinextraktion und Rehydrierung  
Zur Extraktion des Paraffins wurden die Schnitte für 20 Minuten in Xylol 
(SAV LP, Flintsbach a. Inn) verbracht. Anschließend erfolgte die 
Rehydrierung durch kurzes Eintauchen der Schnitte in einer absteigenden 
Ethanolreihe: 2 x 100%ig, 2 x 96%ig, 1 x 70%ig (Bundesmonopol-
verwaltung für Branntwein, Offenbach a. Main) und in destilliertem 
Wasser. 
 
3.3.2. Hämatoxylin-Eosin-Färbung (HE) der Paraffinschnitte 
Für die histologische Untersuchung und morphometrischen Analysen 
wurden die Lymphknoten- und Nebennierenschnitte mit Hämatoxylin-
Eosin (HE) gefärbt: 
 
Mayers Hämalaun (A0884, Applichem, Darmstadt) 5  Min. 
Wässern in fließendem Leitungswasser   5 Min. 
Eintauchen in 1%ige Eosin-Lösung (siehe Anhang 1.1.1.)  3-5  mal 
Spülen mit destilliertem Wasser 
Dehydrierung:  
Destilliertes Wasser  2  Sek. 
Ethanol 70%ig  
(Bundesmonopolverwaltung für Branntwein,  
Offenbach a. Main) 2  Sek. 
Ethanol 96%ig 2  Sek. 
Ethanol 100%ig 2  Sek. 
Xylol (SAV LP, Flintsbach a. Inn), fraktioniert 1  Min. 




Anschließend wurden die Schnitte mit Deckgläschen (Menzel GmbH & Co. 
KG, Braunschweig) und Histokitt (Glaswarenfabrik Karl Hecht GmbH & 
Co. KG, Sondheim/Rhön) eingedeckt. 
 
3.4. Kunststoffeinbettung und Schnittherstellung 
Für histologische und morphometrische Analysen wurde je eine in 
zufälliger Orientierung aus den formalinfixierten Hautstanzen entnommene 
Lamelle (ca. 1 x 1 x 0,3 cm) orthogonal zur Hautoberfläche in 
Glycolmethacrylat und Methylmethacrylat (GMA/MMA) eingebettet 
(Hermanns et al., 1981; Colbatzky und Hermanns, 1987).  
Die Hautproben wurden hierzu zunächst für 3 Stunden in Spüllösung 
(siehe Anhang 1.2.1.) verbracht. 
In einem Gewebeeinbettautomaten (Citadel 1000, Shandom GmbH, 
Frankfurt) erfolgte die weitere Prozessierung wie folgt: 
Ethanol 30%ig 
(Bundesmonopolverwaltung für Branntwein,  
Offenbach a. Main) 2 x 1  Std.  
Ethanol 56%ig 2 x 1  Std. 
Ethanol 70%ig 2 x 1  Std. 
Ethanol 96%ig 2  Std. 
Ethanol 96%ig 2 x 3  Std. 
 
Die Einbettung in Glycolmethacrylat und Methylmethacrylat (GMA/MMA) 
erfolgte unter Verwendung der nachfolgend aufgeführten Materialien:




Kunststoffmonomerengemisch (1:1) aus  
2-Hydroxyethyl-Methacrylat und 
 Methylmethacrylat bei 4°C auf einem Taumler  
(Modell 4010, Köttermann, Hänigsen) 24  Std. 
Lösung A (siehe Anhang 1.2.3.)  
bei 4°C auf einem Taumler 4  Std. 
 
Die Polymerisation erfolgte über 24 Stunden in einem 4°C kalten 
Wasserbad in mit 40 ml Lösung A und 60 µl N-N-Dimethylanilin (Nr. 
803060, Merck, Darmstadt) beschickten Polyethylenausgussformen 
(LDPE mit Schnappdeckel, Diagonal, Münster).  
Von den Kunststoffblöcken wurden mit einem Hartschnittmikrotom 
(Microm HM 360, Walldorf) ca. 1,5 µm dicke Schnitte angefertigt. Diese 
wurden auf einer Heizplatte (HPL-2, Kunz Instruments, Vallentuna, 
Schweden) getrocknet und über Nacht bei 64°C in einem Wärmeschrank 
(Memmert GmbH & Co. KG, Schwabach) gelagert. 




3.4.1. Hämatoxylin-Eosin-Phloxin Färbung der Kunststoffschnitte 
Die HE-Färbung der Kunststoffschnitte erfolgte unter Verwendung der 
nachfolgend aufgeführten Materialien: 
 
Mayers Hämalaun (Nr. 1.09249, Merck, Darmstadt) 5  Min. 
Wässern in fließendem Leitungswasser 10  Min. 
1%iges HCl-Ethanol (siehe Anhang 1.2.4.) 2 Sek.  
Wässern in fließendem Leitungswasser 10  Min. 
Heizplatte, 60°C (HPL-2, Kunz Instruments,  
Vallentuna, Schweden)            5      Min. 
Eosin-Phloxin-Gebrauchslösung (siehe Anhang 1.2.5.) 20  Min. 
Destilliertes Wasser 2 x 2  Sek. 
Heizplatte (60°C) 2  Min. 
Xylol (SAV LP, Flintsbach a. Inn) 2  Sek. 
 
Anschließend wurden die Schnitte mit Deckgläschen (Menzel GmbH & Co. 
KG, Braunschweig) und Histokitt (Glaswarenfabrik Karl Hecht GmbH & 
Co. KG, Sondheim/Rhön) eingedeckt. 




3.4.2. Giemsa-Färbung der Kunststoffschnitte 
Pro Tier und Lokalisation wurde je ein Kunststoffschnitt unter Verwendung 
der nachfolgend aufgeführten Materialien nach Giemsa gefärbt: 
 
7%ige Giemsa Gebrauchslösung (siehe Anhang 1.2.6.)  
bei 65°C im Wasserbad 1,5  Std. 
Phosphatpuffer (siehe Anhang 1.2.6.1.) 2  Sek. 
0,5%ige Essigsäure (siehe Anhang 1.2.7.) 2 x 2  Sek. 
Destilliertes Wasser 2  Sek. 
Heizplatte, 60°C (HPL-2, Kunz Instruments,  
Vallentuna, Schweden) 2  Min. 
Xylol (SAV LP, Flintsbach a. Inn) 2  Sek. 
 
Anschließend wurden die Schnitte mit Deckgläschen (Menzel GmbH & Co. 
KG, Braunschweig) und Histokitt (Glaswarenfabrik Karl Hecht GmbH & 
Co. KG, Sondheim/Rhön) eingedeckt. 
 
3.5. Eponeinbettung der Nebennierenrindenstanzproben  
Für quantitativ-stereologische Analysen wurden die 
Nebennierenrindenstanzproben nach 48 Stunden Fixation in 
Glutaraldehyd (siehe Material und Methoden 3.2.1.) bei 8°C mit 
Osmiumtetroxid (siehe Anhang 1.3.3.) nachfixiert (Caulfield, 1957), 
entwässert und in Epon (Glycidäther 100, Serva Electrophoresis GmbH, 
Heidelberg) unter Verwendung der im Anhang aufgeführten Materialien 
nach folgendem Schema eingebettet: 




Waschen der Proben bei Raumtemperatur  
in Sörensen Phosphat Puffer (siehe Anhang 1.3.2.) 3  Std. 
Nachfixierung in 1%igem Osmiumtetroxid bei 4°C 2  Std. 
Waschen der Proben bei Raumtemperatur  
in Sörensen Phosphat Puffer (siehe Anhang 1.3.2.) 3 x 2  Min. 
Entwässern bei 4°C in Aceton  
(neoLab Migge Laborbedarf-Vertriebs GmbH, Heidelberg) 
50%ig, 2 x 70%ig, 2 x 90%ig  je 10  Min. 
3 x 100%ig  je 10  Min. 
Mischung (Verhältnis 1:1) aus 100%igem Aceton und 
Epon-Einbettlösung (siehe Anhang 1.3.4)  1  Std. 
Epon-Einbettlösung unverdünnt 2 x 30  Min. 
 
Anschließend wurden die Proben zusammen mit der Einbettlösung in 
Gelatinekapseln (Plano GmbH, Wetzlar) überführt. Bei 60°C vollzog sich 
dann in diesen Kapseln innerhalb von 48 Stunden die Polymerisation. 
 
3.5.1. Herstellung von seriellen Semidünnschnitten 
Die Eponblöcke wurden mit einer Fräse (TM60, Reichert-Jung, 
Heidelberg) getrimmt. Von den Blöcken wurden danach mit einem 
Ultramikrotom (Ultracut, Reichert-Jung, Heidelberg) jeweils neun serielle 
Semidünnschnitte mit einer Schnittdicke von 0,5 µm  angefertigt und in 
geordneter Folge auf je drei nummerierte Objektträger aufgezogen 
(Abbildung 12). 




Abbildung 12: Schematische Darstellung von aus einer Probenlokalisation angefertigten 
9 seriellen Semidünnschnitten in geordneter Folge auf nummerierten Objektträgern. 
 
3.5.2. Toluidinblau-Safraninfärbung der Semidünnschnitte 
Die Schnitte wurden unter der Verwendung der nachfolgend aufgeführten 
Materialien nach folgendem Schema gefärbt: 
Auflösen des di-Natriumtetraborates in destilliertem Wasser, Hinzufügen 
von Toluidinblau. Nach 2 stündigem Schwenken der Lösung Hinzufügen 
des Formaldehyds. Vor Gebrauch Lösung filtrieren. Auflösen des di-
Natriumtetraborates in destilliertem Wasser, Hinzufügen von Safranin O 
und Saccharose. Nach zweistündigem Schwenken der Lösung 
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di-Natriumtetraborat (Nr. 106306, Merck, Darmstadt) 1,0  g 
Destilliertes Wasser 100  ml 
Toluidinblau  
(Nr. 36693, Serva Electrophoresis GmbH, Heidelberg) 1,0  g 
37%iges Formaldehyd  
(Carl Roth GmbH & Co. KG, Karlsruhe) 250  µl 
 
Safranin O Lösung 
di-Natriumtetraborat 1,0  g 
Destilliertes Wasser 100  ml 
Safranin O (1B-463, Waldeck GmbH & Co KG 
Division Chroma, Münster) 1,0  g 
Saccharose (Nr. 107653, Merck, Darmstadt) 40,0  g 
37%ig Formaldehyd  
(Carl Roth GmbH & Co. KG, Karlsruhe) 250  µl 
 
Die Schnitte wurden für 15-20 Sekunden in der auf einer 85°C warmen 
Heizplatte (HK 120, Reichert-Jung, Heidelberg) deponierten Toluidinblau-
Lösung gefärbt und danach in destilliertem Wasser gewaschen. 
Anschließend wurden diese für 15 Sekunden bei 55°C mit Safranin O 
gegengefärbt, getrocknet und mit Deckgläschen (Menzel GmbH & Co. 
KG) und Histofluid® (Paul Marienfeld GmbH & Co. KG, Lauda-
Königshofen) eingedeckelt. 




4. Morphometrische und quantitativ-stereologische 
Analysen 
4.1. Haut  
4.1.1. Bestimmung der Dicke der Haut und ihrer Schichten 
Die Bestimmung der Hautdicke und der Strata papillare und reticulare 
erfolgte an Ausdrucken von Fotografien der HE-gefärbten GMA/MMA-
Schnitte jeder Probenlokalisation. Die Fotos wurden in  16facher 
Vergrößerung (Photomakroskop (M 400, Wild, Heerbrugg, Schweiz) mit 
einer gekoppelten Kamera (Leica FireCam DFC 320, Leica Camera AG, 
Solms) aufgenommen. Die Auswertung der angefertigten Ausdrucke 
erfolgte an einem halbautomatischen Bildanalysesystem (Videoplan®, 
Zeiss-Kontron, Eching).  
Die Grenzen zwischen den einzelnen Hautschichten wurden für 
morphometrische Analysen wie folgt definiert (Abbildung 13): 
 
Haut (a): Stratum corneum der Epidermis bis 
Unterhautfettgewebe (Wanke et al., 1999)  
Epidermis (b): Stratum corneum der Epidermis bis 
Basalmembran der Epidermis (Schaaf, 1959; 
Heite und Ritter, 1962) 
Stratum papillare (c): Basalmembran der Epidermis bis tiefster 
Anschnittpunkt der Schweißdrüsen, die  
vorzugsweise in dieser Schicht auftreten 
(Holbrook und Wolff, 1987; König und Liebich, 
1999; Weiss und Teifke, 2007)  
Stratum reticulare (d): Tiefster Punkt der Schweißdrüsenanschnitte bis 
Unterhautfettgewebe  
 





Abbildung 13: Schematische Darstellung der Haut und ihrer Schichten (1 Epidermis, 2 
Stratum papillare, 3 Stratum reticulare, 4 Unterhautfettgewebe) sowie der für die 
Dickenmessung der Schichten definierten Grenzen (a bis d, siehe Text). 
 
Das Bildanalysesystem wurde anhand eines in gleicher Vergrößerung 
fotografierten und ausgedruckten Maßstabes kalibriert. Es wurden jeweils 
4 Messungen der Dicke der Haut und der Strata papillare und reticulare 
vorgenommen. Die erste Messung erfolgte an einem zufällig gewählten 
Startpunkt der auf dem Digitalisierungstablett platzierten Fotokopie des 
GMA/MMA-Schnittes. Hierzu wurde eine Folie mit äquidistanten 
senkrechten Linien über die Fotokopie gelegt und die erste 
Messlokalisation wie unter Material und Methoden Kapitel 2.2. 
beschrieben bestimmt. Die weiteren Messungen wurden in äquidistanten 























Die Dickenmessung der Epidermis erfolgte an HE gefärbten GMA/MMA 
Schnitten sämtlicher Probenlokalisationen am Mikroskop des 
Bildanalysesystems. Nach Kalibrierung des Systems mit einem 
Objektmikrometer (Zeiss, Oberkochen) wurde das mikroskopische Bild 
des jeweiligen Gesichtsfeldes in 40facher Vergrößerung auf den 
Bildschirm übertragen. Die Messungen erfolgten interfollikulär, in 
äquidistanten Abständen (500 µm). Pro Schnitt wurden jeweils 11 ± 5 
Messungen vorgenommen. 
 
4.1.2. Bestimmung der Volumendichten der Hautschichten in der 
Haut 
Die Bestimmung der Volumendichten der einzelnen Hautschichten in der 
Haut erfolgte an den ausgedruckten Fotografien der HE-gefärbten 
GMA/MMA-Schnitte der Hautproben (siehe Material und Methoden 4.1.1.). 
Mittels eines durchsichtigen Testpunkterasters (726 Punkte, Abstand: 0,5 
cm) wurden die Volumendichten der einzelnen Hautschichten durch 
Punktzählung nach dem Prinzip von Delesse (Weibel, 1979) ermittelt: 
 
VV = AA = PP        (Gleichung 2) 
 
VV Volumendichte einer Struktur 
AA Flächendichte einer Struktur 
PP Punktdichte einer Struktur 














X Epidermis bzw. Stratum papillare bzw. 
Stratum reticulare 
V(Hautschicht X/Haut)V  Volumendichte der Hautschicht X in der 
Haut 
Hautschicht x PΣ  Summe der auf die Hautschicht X fallenden 
Trefferpunkte 
Haut PΣ  Summe der auf die Hautprobe fallenden 
Trefferpunkte 
 
Pro Hautprobe wurden durchschnittlich 110 ± 6 Trefferpunkte ausgewertet. 
 
4.1.3. Bestimmung der numerischen Flächendichte eosinophiler 
Granulozyten und Mastzellen in den einzelnen 
Hautschichten 
Die numerische Flächendichte eosinophiler Granulozyten 
beziehungsweise Mastzellen in den einzelnen Hautschichten (Epidermis, 
Stratum papillare und Stratum reticulare) wurde an Giemsa-gefärbten 
GMA/MMA-Schnitten der untersuchten Lokalisationen (Widerrist und 
Tarsus) bestimmt. Pro Tier wurden von jedem Schnitt (drei Proben aus 
dem Bereich des Widerristes, eine Probe aus dem Tarsusbereich) pro 
Hautschicht jeweils fünf mikroskopische Aufnahmen in 250facher 
Vergrößerung (Mikroskop: Orthoplan, Leitz; Kamera: Leica FireCam DFC 
320, Leica Camera AG, Solms) in systematisch zufällig ausgewählten 
Lokalisationen angefertigt. 




In den untersuchten Schnitten trafen bei dieser Vergrößerung 
durchschnittlich 50 Gesichtsfelder auf die Epidermis, 450 auf das Stratum 
papillare und 450 auf das Stratum reticulare. Bei fünf auszuwertenden 
Lokalisationen pro Hautschicht wurde, nach Auswahl des ersten 
auszuwertenden Gesichtsfeldes der betreffenden Hautschicht mittels einer 
Zufallszahlentabelle (Stattrek, 2009) entnommenen Zufallszahl zwischen 1 
und 10 beziehungsweise 90, systematisch jedes weitere zehnte die 
Epidermis beziehungsweise jedes neunzigste das Stratum papillare 
beziehungsweise reticulare treffende Gesichtsfeld fotografiert. Bei fünf 
Gesichtsfeldern pro Hautschicht pro Lokalisation pro Tier wurden 
insgesamt (5 Gesichtsfelder x 3 Hautschichten x 4 Lokalisationen x 36 
Tiere) 2160 Aufnahmen angefertigt und ausgewertet. In den Aufnahmen 
wurden die innerhalb eines erwartungstreuen Testfeldes (Fläche von 
59635 µm²) mit erlaubten und verbotenen Linien (Gundersen, 1977) 
liegenden Kernanschnitte eosinophiler Granulozyten beziehungsweise 
Mastzellen gezählt (Abbildung 14 A & B). Intravasal gelegene 
Entzündungszellkerne wurden dabei nicht gezählt. Die innerhalb des 
Testfeldes liegende Anschnittsfläche der entsprechenden Hautschicht 
(Referenzkompartimente: Epidermis, Stratum papillare beziehungsweise 
Stratum reticulare) wurde durch Punktzählung unter Verwendung eines 
Testpunktrasters mit 192 Testpunkten (310 µm² pro Punkt) (Abbildung 14 
A) über Gleichung 3 ermittelt. 
 
A(Referenzkompartiment)  = ∑ P(Referenzkompartiment) x AP  (Gleichung 3) 
 
(Referenzkompartiment)A   Fläche des Referenzkompartiments im 
Testfeld 
(Referezkompartiment) PΣ   Summe der im Referenzkompartiment 
liegenden Trefferpunkte 
PA  einem Punkt des Punktrasters 
entsprechende Fläche (310 µm²) 






Abbildung 14: Bestimmung der numerischen Flächendichte eosinophiler Granulozyten 
bzw. Mastzellen in einzelnen Hautschichten. 
A) Aufnahme aus dem Stratum reticulare der Haut am Widerrist eines Tieres der 
unbehandelten Gruppe mit erwartungstreuem Testfeld mit verbotenen (roten) und 
erlaubten (grünen) Linien und 192 Punkten. GMA/MMA-Schnitt, Giemsa-Färbung. 
B) Innerhalb des Testfeldes liegende, bzw. lediglich eine der erlaubten (grünen) Linien 
berührende Kernanschnitte eosinophiler Granulozyten bzw. Mastzellen werden gezählt. 
Kernanschnitte eosinophiler Granulozyten bzw. Mastzellen, welche eine der verbotenen 
(roten) Linien berühren, werden nicht gezählt.  
 
Die numerische Flächendichte (Weibel und Gomez, 1962; Weibel et al., 
1966; Gundersen, 1977, 1978) eosinophiler Granulozyten 
beziehungsweise Mastzellen pro Hautschicht wurde wie in Gleichung 4 
dargestellt berechnet.  
25 µm 
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    (Gleichung 4) 
      
A eos. Gran. bzw. Mastz. / HautschichtN   Numerische Flächendichte eosinophiler 
Granulozyten (eos. Gran.) bzw. Mastzellen 
(Mastz.) in der entsprechenden Hautschicht 
n  Anzahl der pro Tier untersuchten Testfelder 
 
Q (Z)i  Summe der in sämtlichen Testfeldern eines 
Tieres gezählten Kernanschnittsprofile 
eosinophiler Granulozyten bzw. Mastzellen 
Ai  Summe der in sämtlichen Testfeldern eines 
Tieres ermittelten Flächen der jeweiligen 
Hautschichten (Epidermis, Stratum 
papillare bzw. Stratum reticulare) 





4.2.1. Bestimmung der Volumendichten von Keimzentren, 
sonstigen lymphatischen und nichtlymphatischen 
Geweben im Lymphknoten 
Die Bestimmung der Volumenanteile von Keimzentren sowie 
lymphatischen (Follikel, parafollikuläre Areale, Markstränge) und 
nichtlymphatischen Kompartimenten (Trabekel, Gefäße, retikuläres 
Bindegewebe) am Lymphknoten erfolgte durch Punktzählung an HE-
gefärbten Paraffinschnitten (siehe Material und Methoden 4.1.2.). Im 
Rahmen einer Voruntersuchung wurde zur Ermittlung der unter 
Berücksichtigung des zu erwartenden relativen Standardfehlers von 5 % 
bei der Punktzählung auszuwertenden Trefferpunkte (Weibel, 1979), die 
Volumendichte der Keimzentren (als Kompartiment mit dem geringsten 
Volumenanteil) im Lymphknoten mittels Punktzählung geschätzt. Die 
Anzahl der bei der Punktzählung auszuwertenden Trefferpunkte (~3000) 
wurde, unter Berücksichtigung der in einem Vorversuch ermittelten 
Volumendichte der Keimzentren im Lymphknoten (ca. 0,03), einem 
Nomogramm (Weibel, 1979) entnommen. 
Sämtliche Lymphknotenschnitte wurden mit einer an einem 
Photomakroskop (M 400, Wild, Heerbrugg, Schweiz) angeschlossenen 
Kamera (Leica FireCam DFC 320, Leica Camera AG, Solms) in 32facher 
Vergrößerung fotografiert und digital gespeichert. Für die Punktzählung 
wurde ein Raster mit 3600 Testpunkten (Abstand 4 mm) verwendet. Pro 
Lymphknoten wurden durchschnittlich 2681 ± 534 Trefferpunkte 
ausgewertet. 
Die Berechnung der Volumenanteile der lymphatischen und 
nichtlymphatischen Gewebe sowie der Keimzentren am Buglymphknoten 
erfolgte wie unter Material und Methoden Kapitel 4.1.2. beschrieben in 
einem konventionellen Tabellenkalkulationsprogramm (Microsoft® Excel® 
2007). 
 




4.2.2. Bestimmung der Volumina der Keimzentren sowie 
sonstiger lymphatischer und nichtlymphatischer 
Lymphknotenkompartimente 
Die Volumina der Keimzentren, sonstiger lymphatischer und nicht-
lymphatischer Lymphknotenkompartimente wurden als Produkt der 
Volumendichte des jeweiligen Kompartimentes im Lymphknoten und dem 
Volumen (siehe Material und Methoden 2.1.1. und 2.1.2.) des 
Lymphknotens berechnet (Gleichung 5). 
 
V (y, Lymphknoten) = VV (y/ Lymphknoten) x V (Lymphknoten)  (Gleichung 5) 
 
y  Lymphknotenkompartiment (Keimzentren, 
sonstige lymphatische bzw. nicht-
lymphatische Gewebe) 
V (y, Lymphknoten) Volumen des Kompartimentes y im 
Lymphknoten  
VV (y/ Lymphknoten) Volumendichte des Kompartimentes y im 
Lymphknoten  
V (Lymphknoten) Volumen des Lymphknotens 
 





4.3.1. Bestimmung der Volumendichten der Nebennierenrinden-
zonen und des Nebennierenmarkes  
Die Volumendichten der Zona glomerulosa sowie der Zona fasciculata und 
Zona reticularis und des Nebennierenmarkes in der rechten Nebenniere 
erfolgte wie in Material und Methoden Kapitel 4.1.2. beschrieben an HE-
gefärbten Paraffinschnitten durch Punktzählung unter Verwendung eines 
Testpunktrasters mit 900 Testpunkten (Abstand 6 mm). Pro Nebenniere 
wurden durchschnittlich 797 ± 302 Trefferpunkte ausgewertet. 
Dazu wurde ein Schnitt jeder zweiten Scheibe der lamellierten rechten 
Nebenniere mit der an dem Photomakroskop (M 400, Wild, Heerbrugg, 
Schweiz) angeschlossenen Kamera (Leica FireCam DFC 320, Leica 
Camera AG, Solms) in 7facher Vergrößerung digital fotografiert.  
Aufgrund der indistinkten Grenze zwischen der Zona fasciculata und der 
Zona reticularis wurden diese zusammen ausgewertet und werden im 
Folgenden als Zona fasciculata bezeichnet (Hoeflich et al., 2002).   
In gleicher Weise wurden die entsprechenden Volumendichten der Zona 
glomerulosa, der Zona fasciculata und des Markes in der 
Nebenniere zusätzlich an Schnittpräparaten von je drei systematisch 
zufällig ausgewählten Lamellen der linken Nebenniere von allen vier 
Kontrolltieren sowie von jeweils vier zufällig ausgewählten Tieren der 
behandelten Gruppe und der unbehandelten Gruppe ermittelt. Zwischen 
den Werten der für die rechten und linken Nebennieren ermittelten 
Volumendichten der Zona glomerulosa, der Zona fasciculata und des 
Markes in den Nebennieren bestanden innerhalb der jeweiligen 
Untersuchungsgruppen keine signifikanten Unterschiede. 




4.3.2. Bestimmung der Volumina der Nebennierenzonen und des 
Nebennierenmarkes in der Nebenniere 
Die Volumina der Zona glomerulosa, der Zona fasciculata sowie des 
Nebennierenmarkes der Nebenniere wurden als das Produkt der 
jeweiligen Volumendichte des betreffenden Nebennierenkompartimentes 
(siehe Material und Methoden 4.1.2.) und dem Volumen der Nebennieren 
(siehe Material und Methoden 2.3.) berechnet (Hoeflich et al., 2002) 
(Gleichung 6). 
 
V (y, Nebennieren) = VV (y/ Nebenniere) x V (Nebennieren)   (Gleichung 6) 
 
y Nebennierenkompartiment (Zona 
glomerulosa, Zona fasciculata bzw. 
Nebennierenmark 
V (y, Nebennieren)  Volumen des Kompartimentes y in den 
Nebennieren  
VV (y/Nebenniere) Volumendichte des Kompartimentes y in 
der (rechten) Nebenniere  
V (Nebennieren) Volumen der Nebennieren 




4.3.3. Bestimmung des mittleren Zellvolumens und der Anzahl 
der Zona fasciculata-Zellen in der Nebennierenrinde 
Das mittlere Zellvolumen (siehe Material und Methoden 4.3.7.) und die 
Anzahl der Zona fasciculata-Zellen (siehe Material und Methoden 4.3.8.) 
in der rechten Nebenniere wurden mit der Disektormethode, im Fall der 
Zellvolumenbestimmung in Kombination mit dem Punktzählverfahren, 
modellfrei bestimmt (Hoeflich et al., 2002).  
Die numerische Volumendichte der Zona fasciculata-Zellen in der Zona 
fasciculata der rechten Nebennierenrinde wurde stereologisch mithilfe der 
Methode des physikalischen Disektors ermittelt. 
4.3.4. Prinzip des physikalischen Disektors 
Der Disektor, bestehend aus einem Testfeld mit bekannter Fläche auf 
einer Ausgangsebene und einer parallel dazu angeordneten Vergleichs-
ebene, stellt ein dreidimensionales Testsystem mit bekanntem Volumen 
dar. Das Disektorvolumen errechnet sich als das Produkt der 
Testfeldfläche und der Disektorhöhe (= Distanz zwischen Ausgangs- und 
Vergleichsebene) (Sterio, 1984; Gundersen, 1986). 
Gezählt werden, unabhängig von Größe oder Gestalt, Partikel 
(Zellkernanschnitte), deren Profile durch das Testfeld auf der 
Ausgangsebene erfasst und die von der Vergleichsebene nicht 
geschnitten werden. Die so gezählten Partikel werden gemäß der 
standardisierten Nomenklatur (Weibel, 1979; Oberholzer, 1983; 
Gundersen, 1986; Mattfeldt, 1990) mit dem stereologischen Symbol Q- 
bezeichnet, wobei das hochgestellte Minuszeichen das Verschwinden der 
Partikelprofile zum Ausdruck bringt. Die numerische Volumendichte der 
entsprechenden Partikel errechnet sich aus der Anzahl der gezählten 
Profile dividiert durch das Disektorvolumen. 




4.3.5. Bestimmung der orthogonalen Linearprojektion der Zona 
fasciculata-Zellkerne  
Die Bestimmung der orthogonalen Linearprojektion der Zona fasciculata-
Zellen diente der Ermittlung der notwendigen Disektorhöhe. Bedingung für 
die Anwendbarkeit der physikalischen Disektor-Methode ist, dass der 
Abstand zwischen den Auswertungsebenen (=Disektorhöhe) nicht größer 
als die minimale orthogonale Linearprojektion („Höhe“) der zu erfassenden 
Zellkerne ist (Sterio, 1984; Gundersen et al., 1988b; Mattfeldt, 1990). 
Zur Bestimmung der Disektorhöhe wurden von den seriellen, Toluidinblau-
Safranin-gefärbten Semidünnschnitten der Nebennierenstanzproben je ein 
Schnitt eines behandelten und eines unbehandelten Tieres zufällig 
ausgewählt. Die Messung der, für die Disektorhöhe relevanten 
orthogonalen Linearprojektion der Zona fasciculata-Zellkerne erfolgte an 
einem halbautomatischen Bildanalysesystem (Videoplan®, Zeiss-Kontron, 
Eching). Nach Kalibrierung des Systems mittels eines Objektmikrometers 
(Zeiss, Oberkochen) wurde der minimale Kerndurchmesser von 
durchschnittlich 75 Zona fasciculata-Zellkernen pro Tier bei 1000facher 
Vergrößerung (Ölimmersion) gemessen. Der Mittelwert betrug bei dem 
behandelten Tier 5,1 ± 1,0 µm beziehungsweise 5,2 ± 1,1 µm bei dem 
unbehandelten Tier.  
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4.3.6. Bestimmung der numerischen Volumendichte der Zona 
fasciculata-Zellen der Nebennierenrinde  
Die Bestimmung der numerischen Volumendichte der Zona fasciculata-
Zellen in der Zona fasciculata der rechten Nebenniere erfolgte mittels des 
Disektor-Prinzips an seriellen toluidinblau-gefärbten Semidünnschnitten. 
Die Auswertung der Disektoren erfolgte an einem computerassistierten, 
automatisierten Stereologiesystem (bestehend aus einem 
Systemmikroskop (Olympus BX 41, Tokio, Japan) mit gekoppelter, 
automatisch fokussierender (Motorized Focus Drive, MFD, Märzhäuser 
Wetzlar GmbH & Co. KG, Wetzlar) Videokamera (Olympus DP 72, Tokio, 
Japan), einer Tischsteuerung (M-SC-DT-3-Tischsteuerung, Märzhäuser 
Wetzlar GmbH & Co. KG, Wetzlar), sowie einem Rechner (K & R 
Computersysteme, München) mit zwei Flachbildmonitoren (HP LP 2065 
20“-LCD-Monitor, Palo Alto, USA) und der installierten Software 
newCAST™ (Computer Assisted Stereological Toolbox, Visiopharm, 
Hoersholm, Dänemark). 
Aus den neun seriellen Semidünnschnitten pro Tier und Lokalisation 
wurde anhand einer, einer Zufallszahlentabelle (Stattrek, 2009) 
entnommenen Zufallszahl je ein Schnitt X als Ausgangschnitt ausgewählt, 
wobei der erste Schnitt jeder Schnittserie dabei grundsätzlich nicht genutzt 
wurde (Walker et al., 1992). Der jeweilige Schnitt X+3 der Schnittserie 
diente als Vergleichsschnitt (Hoeflich et al., 2002). Die Höhe des 
physikalischen Disektors betrug somit 1,5 µm, entsprechend der 
Gesamtdicke von 3 Semidünnschnitten einer Schnittdicke von 0,5 µm.  
Durch das Stereologiesystem wurden im Ausgangsschnitt systematisch 
zufällig Testfelder ausgewählt und ihre korrespondierenden Lokalisationen 
im Vergleichsschnitt aufgesucht. Ausgewählte (Ausgangsebene) und 
korrespondierende (Vergleichsebene) Lokalisationen wurden dann in 
400facher Vergrößerung digital fotografiert (Abbildung 15). 




In jedem Bildpaar wurden alle Q- (Zellkerne der Zona fasciculata-Zellen, 
die in Schnitt X, jedoch nicht mehr in Schnitt X+3 präsent waren), gezählt. 
In einem zweiten Durchgang wurden die Rollen der Vergleichsebene und 
der Ausgangsebene vertauscht (Abbildung 15). Da ein Zellkern nicht 
gleichzeitig an – und abwesend sein kann, wurden daher jeweils 
unterschiedliche Kerne erfasst und somit die Effizienz des Verfahrens 
verdoppelt (Gundersen, 1986; Wanke, 1996). Pro Tier wurden in jeweils 
16 Disektoren (8 Bildpaare) durchschnittlich 80 ± 35 Q- (Kerne) gezählt. 
 
 
Abbildung 15: Zona fasciculata der rechten Nebenniere (unbehandeltes Tier), Bildpaar 
eines repräsentativen Disektors, Abstand zwischen Schnitt x und x + 3 (= Disektorhöhe): 
1,5 µm. (Bi)direktionales Zählen von Q-, hier angedeutet für jeweils einen Kern, der in der 
Ausgangsebene präsent und in der Vergleichsebene abwesend ist (Pfeile). Epon, 
Toluidinblau-Safraninfärbung. 
 
10 µm 10 µm 
Schnitt x  
(Ausgangsebene) 
Schnitt x + 3 
 (Vergleichsebene) 




Der stereologische Schätzwert für die Anzahl der Zona fasciculata-Zellen 
pro Volumeneinheit Zona fasciculata der rechten Nebenniere wurde 
anhand der Anzahl gezählter Q - und des kumulativen Volumens der pro 
Tier analysierten Disektoren (Hoeflich et al., 2002) über die folgende 




i=1V(Z. fasc.-Zellen/Z. fasc.) n
i=1
Q (Z)i
N =    
h x A(Z. fasc.)i
∑
∑





Stereologischer Schätzwert für die 
numerische Volumendichte der Zona 
fasciculata-Zellen in der Zona fasciculata 
der rechten Nebenniere vor Einbettung 
Q- (Z)i Anzahl der gezählten Q- im Disektor i 
h Distanz zwischen der Ausgangs- und 
Vergleichsebene (Disektorhöhe) 
n Anzahl der pro Tier ausgewerteten 
Disektoren 
A (Z. fasc.)i Durch das Testfeld definierte Fläche der 
Zona fasciculata im Disektor i 
 




Dem Phänomen der Einbettungsschrumpfung (Haug, 1980; Oberholzer, 
1983; Wanke et al., 1994; Wanke, 1996) Rechnung tragend, wurde eine 
Korrektur stereologischer Daten anhand des linearen 
Schrumpfungsfaktors fs (Weibel, 1979; Wanke, 1996) angestrebt. Dieser 
Parameter wurde anhand der Flächeninhalte von je drei Stanzproben aus 
der Nebennierenrinde der rechten Nebenniere von je 3 zufällig 
ausgewählten Tieren jeder Gruppe (siehe Material und Methoden 3.2.1.) 
vor Einbettung (A) und der Flächeninhalte der korrespondierenden 
















∑      (Gleichung 8)  
fs linearer Schrumpfungsfaktor 
Ai(s) Flächeninhalt des histologischen Schnittes der 
i-ten Stanzprobe 
Ai Flächeninhalt der i-ten Stanzprobe im fixierten 
Zustand vor der Einbettung 
n  Anzahl der Stanzproben pro Tier  
            
Dazu wurden die runden Grundflächen der zylinderförmigen Proben mit 
einer an einem Photomakroskop (M 400, Wild, Heerbrugg, Schweiz) 
angeschlossenen Kamera (Leica FireCam) unter 32facher Vergrößerung 
digital fotografiert.  




In gleicher Vergrößerung erfolgte die Aufnahme eines Objektmikrometers 
(Zeiss, Oberkochen). Um die aufgenommenen Grundflächen später 
identifizieren zu können, wurden die jeweils nicht fotografierten, 
gegenüberliegenden Grundflächen keilförmig zugeschnitten und die 
Proben danach in mit 6,25%ige Glutaraldehydlösung und Sörensen 
Phosphatpuffer (siehe Anhang 1.3.1. und 1.3.2.) beschickte 
Reaktionsgefäße verbracht. Nach Einbettung in Epon wurde von jeder 
Probe das erste vollständige histologische Schnittpräparat unter den oben 
beschriebenen Konditionen fotografiert. Die Flächeninhalte vor und nach 
Einbettung wurden an Ausdrucken der jeweiligen Probenfotos mittels 
eines Bildanalysesystems (Videoplan®, Zeiss-Kontron, Eching) 
planimetrisch bestimmt.  
Für den linearen Schrumpfungsfaktor bei Eponeinbettung ergab sich ein 
Gesamtmittelwert von fs = 0,81 ± 0,06. Dieser Wert impliziert eine lineare 
Schrumpfung von 19% beziehungsweise einen Volumenschwund von 
47%.  
Da zwischen den Gruppen keine Unterschiede bezüglich der 
Einbettungsschrumpfung feststellbar waren, wurde der Durchschnittswert 
fs = 0,81 einheitlich zur Korrektur der an den seriellen Semidünnschnitten 
erhobenen stereologischen Daten verwendet. 
Die für die Einbettungsschrumpfung korrigierte numerische Volumendichte 
der Zona fasciculata-Zellen in der Zona fasciculata wurde anhand 
Gleichung 9 berechnet: 






V (Z.fasc.-Zellen/Z.fasc.) V (Z.fasc.-Zellen/Z.fasc.)(s)N =N  x fs




  Stereologisch geschätzte numerische 
Volumendichte der Zona fasciculata-Zellen 
in der Zona fasciculata der rechten 
Nebenniere vor Einbettung 
V (Z.fasc.-Zellen/Z.fasc.)(s)N
∧
  Stereologisch geschätzte numerische 
Volumendichte der Zona fasciculata-Zellen 
in der Zona fasciculata der rechten 
Nebenniere bezogen auf eingebettetes 
Gewebe 
fs  linearer Schrumpfungsfaktor 
 
4.3.7. Bestimmung des mittleren Zellvolumens der Zona 
fasciculata-Zellen  
Die Bestimmung des mittleren Zellvolumens der Zona fasciculata-Zellen 
der rechten Nebenniere erfolgte an Fotografien der Toluidinblau-gefärbten 
Semidünnschnitte der Stanzproben aus der Rinde der rechten 
Nebenniere. Anhand eines durch das Stereologiesystem automatisch über 
den Fotografien projizierten erwartungstreuen Testfeldes (Gundersen, 
1977) mit 24 ± 8 zufällig verteilten Testpunkten (Abbildung 16) wurde die 
Volumendichte der Zona fasciculata-Zellen in der Zona fasciculata der 
rechten Nebennierenrinde durch Punktzählung (Hoeflich et al., 2002) über 
Gleichung 10 bestimmt. 





V(Z. fasc.-Zellen/Z. fasc.) 
(Z. fasc.)
Σ P V = Σ P               (Gleichung 10) 
 
V(Z. fasc.-Zellen/Z. fasc.)V
 Stereologisch geschätzte mittlere 
Volumendichte der Zona fasciculata-Zellen 
in der Zona fasciculata der rechten 
Nebenniere 
(Z. fasc.-Zellen) P Σ  Summe der Trefferpunkte auf Zona 
fasciculata-Zellen  
(Z. fasc.) P Σ  Summe der Trefferpunkte auf Zona 
fasciculata 
 
Abbildung 16: Repräsentative Aufnahme der Zona fasciculata der rechten Nebenniere 
(unbehandeltes Tier) mit erwartungstreuem Testfeld und Testpunktraster zur Bestimmung 
der Volumendichte der Zona fasciculata-Zellen in der Zona fasciculata der rechten 
Nebenniere. Semidünnschnitt, Epon, Toluidinblau-Safraninfärbung. 
10 µm 




Das mittlere Volumen der Zona fasciculata-Zellen wurde für jedes Tier 












Stereologisch geschätztes mittleres 
Volumen der Zona fasciculata-Zellen 
V(Z. fasc.-Zellen/Z.fasc)V  Stereologisch geschätzter Volumenanteil 
der Zona fasciculata-Zellen an der Zona 
fasciculata der rechten Nebenniere 




Stereologisch geschätzte numerische 
Volumendichte der Zona fasciculata-
Zellen in der Zona fasciculata der 
rechten Nebenniere vor Einbettung 
 
4.3.8. Bestimmung der Anzahl der Zona fasciculata-Zellen in der 
Nebennierenrinde  
Die Gesamtzahl der Zona-fasciculata-Zellen in beiden Nebennieren wurde 
als das Produkt der in der rechten Nebennierenrinde ermittelten 
numerischen Volumendichte der Zona fasciculata-Zellen in der Zona 
fasciculata und dem Gesamtvolumen der Zona fasciculata beider 
Nebennieren berechnet (Gleichung 12). Da sich innerhalb der jeweiligen 
Untersuchungsgruppen die Volumendichten der Zona fasciculata in der 
Nebenniere in der rechten und linken Nebenniere  nicht signifikant 
voneinander unterschieden (siehe Material und Methoden, Kapitel 4.3.1.), 
wurden die für die rechten Nebennieren ermittelten Volumendichten der 
Zona fasciculata in der Nebenniere zur Berechnung des Gesamtvolumens 
der Zona fasciculata in beiden Nebennieren  verwendet.  








(Z. fasc.-Zellen, Z. fasc.)N
∧
 Stereologisch geschätzte Anzahl der Zona 
fasciculata-Zellen in der Zona fasciculata 
beider Nebennieren vor Einbettung 
V(Z. fasc.-Zellen/Z. fasc.)N
∧
 Stereologisch geschätzte numerische 
Volumendichte der Zona fasciculata-Zellen 
in der Zona fasciculata der rechten 
Nebenniere vor Einbettung 
(Z. fasc., NN)V  Gesamtvolumen der Zona fasciculata 
beider Nebennieren 
 
4.3.9. Überprüfung der nominellen Schnittdicke der 
Semidünnschnitte 
Zur Überprüfung der nominellen Schnittdicke (Gundersen, 1986; Wanke, 
1996) der Semidünnschnitte wurden vier den Schnittserien entnommene 
Präparate erneut in Epon eingebettet und nach Zielpräparation orthogonal 
ultradünn (ca. 70 nm) an einem Ultramikrotom (Ultracut E, ehemals 
Reichert-Jung, Heidelberg) geschnitten. Die auf Formvar-beschichteten 
Kupfer-Ringen (Grids, Storck Veco BV, Eerbeek, Niederlande) 
aufgezogenen Schnitte wurden danach wie folgt kontrastiert: 




Uranylacetat  2% (siehe Anhang 1.3.5.)    30 Min. 
Spülung mit destilliertem Wasser 
Trocknung 
Bleicitratkontrastierung (siehe Anhang 1.3.6.)  
nach Reynolds (1963)      10  Min. 
Spülung mit destilliertem Wasser 
Trocknung 
 
An einem Elektronenmikroskop (Zeiss EM 10, Oberkochen) wurden die 
Ultradünnschnitte betrachtet und Aufnahmen senkrecht getroffener 
Abschnitte (Oberholzer, 1983; Wanke, 1996) angefertigt. Die 
Schnittdickenmessung der wieder eingebetteten Semidünnschnitte 
erfolgte bei 10000facher Endvergrößerung. Bilder eines Eichkreuzgitters 
(2160 Striche pro mm, Plano, Marburg) dienten als Maßstab. Insgesamt 
wurden 48 Messungen an 24 wieder eingebetteten Schnitten 
durchgeführt. Die mittlere Schnittdicke betrug 0,5 ± 0,03 µm. Zur 
Berechnung von Anzahl und mittlerem Volumen der Zona fasciculata-
Zellen mittels des physikalischen Disektors wurde einheitlich ein Wert der 
Schnittdicke von 0,5 µm verwendet.  
 
5. Statistische Berechnungen 
Die statistische Auswertung erfolgte mit dem Programm Graphpad Prism 
5, Version 5.02 (Graphpad Software, San Diego, USA). 
Körpergewichtsparameter wurden mit einem zweiseitigen Student-t-Test, 
die erhobenen morphometrischen und stereologischen Daten mittels eines 
One-way Analysis of Variance (ANOVA)- und eines Tukey´s Multiple 
Comparison Tests verglichen. Ein p-Wert kleiner als 0,05 wurde dabei als 
signifikant gewertet. Die in der vorliegenden Arbeit dargestellten Graphen 
(Graphpad Prism 5) zeigen Mittelwerte und Standardabweichungen. 





Die akarizide Behandlung bewirkte eine vollständige Tilgung der 
Milbenlast. Bei einem behandelten Tier der ersten Versuchsgruppe wurde 
am Tag 21 (nach Behandlung) noch eine lebende Milbe gefunden; in der 
zweiten Versuchsgruppe waren Milben bei den behandelten Tieren ab der 
zweiten Woche nach der Behandlung nicht mehr nachweisbar. Abbildung 
9 zeigt die an den indizierten Versuchstagen in Hautgeschabseln 
ermittelten Milbenzahlen der beiden Therapiestudien. 
 




























Abbildung 9: Milbenzahl (geometrisches Mittel) in Hautgeschabseln an indizierten 
Versuchstagen; Tag 0 = Tag der Behandlung, Tag 56 = Tag der Schlachtung.  
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2. Körpergewichtsentwicklung zwischen Tag 0 und 
56 
Zum Zeitpunkt der Behandlung (Tag 0) waren die infizierten Tiere nahezu 
gleich schwer (behandelt: 232 ± 16kg; unbehandelt: 232 ± 15 kg).  
Bis zur Schlachtung (Tag 56) zeigten die Tiere der behandelten Gruppe 
signifikant (p=0,0003), durchschnittlich 55% höhere Gewichtszunahmen 
gegenüber den unbehandelten Tieren (behandelt: 43 ± 8 kg; unbehandelt: 
28 ± 12 kg). Zum Versuchsende betrug das signifikant (p=0,03) höhere 
Gewicht der behandelten Tiere 275 ± 19 kg gegenüber 259 ± 20 kg der 
unbehandelten Tiere (Abbildung 10). 
 
















   ***
Gewichtszunahme Tag 0 bis 56
kg
 
Abbildung 10: Körpergewichtsentwicklung und absolute Gewichtszunahme der 
behandelten beziehungsweise unbehandelten Gruppe im Beobachtungszeitraum (Tag 0 









3. Physikalische Messgrößen 
3.1. Gewichte, spezifisches Gewicht und Volumina der 
Buglymphknoten  
Die Buglymphknoten der unbehandelten Tiere waren makroskopisch 
deutlich größer als die der behandelten Tiere und die der Kontrolltiere 
(Abbildung 11 und 12). 
  




Kontrolle Behandelt Unbehandelt 
2 cm 




Abbildung 12 (vorherige Seite): Größenvergleich der Buglymphknoten infizierter 
behandelter und unbehandelter Tiere eines Infektionsversuches 
 
Durch Verdrängung von isotonischer Kochsalzlösung wurde das 
spezifische Gewicht der Buglymphknoten mit 1,11 g/cm³ bestimmt. 
Die Gewichte wie auch die Volumina der Buglymphknoten unbehandelter 
Tiere waren signifikant (p < 0,0001) schwerer beziehungsweise größer als 
die der behandelten Tiere und die der Kontrolltiere. Zwischen den 
Buglymphknoten der behandelten und der Kontrolltiere bestand kein 
signifikanter Gewichts- und Volumenunterschied (Abbildung 13). 


















Abbildung 13: Gewichte und Volumen der Buglymphknoten der Kontrolltiere sowie der 
be- und unbehandelten Tiere (K = Kontrolle, B = Behandelt, U = Unbehandelt, 
Gruppengröße in Klammern), Mittelwerte ± SD, * p < 0,05; ** p < 0,01; *** p < 0,001, 
1way-ANOVA, Post-Test: Tukey´s Multiple Comparison Test. 
 
3.2. Gewichte, spezifisches Gewicht und Volumina der 
Nebennieren 
Die Nebennieren der Kontroll-, sowie der be- und unbehandelten Gruppe 
zeigten makroskopisch keinen deutlichen Größenunterschied (Abbildung 
14 und 15). Durch Verdrängung von isotonischer Kochsalzlösung wurde 
das spezifische Gewicht der Nebennieren mit 1,10 g/cm³ bestimmt. 




Die Gewichte wie auch die Volumina der Nebennieren unbehandelter 
Tiere waren signifikant (p < 0,05) schwerer beziehungsweise größer als 
die der behandelten Tiere und die der Kontrolltiere. Zwischen den 
Nebennieren der behandelten und der Kontrolltiere bestand kein 
signifikanter Gewichts-und Volumenunterschied (Abbildung 16). 
 
 
Abbildung 14: Repräsentative Nebennieren der Kontrollgruppe (fixationsbedingte 
Farbabweichung) sowie be- und unbehandelter Tiere. 
 
Abbildung 15: Größenvergleich der Nebennieren infizierter behandelter und 
unbehandelter Tiere eines Infektionsversuches. 
Unbehandelt Behandelt Kontrolle 
2 cm 
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Abbildung 16: Gewichte und Volumina der Nebennieren der Kontroll- sowie der be- und 
unbehandelten Tiere (K = Kontrolle, B = Behandelt, U = Unbehandelt, Gruppengröße in 
Klammern), Mittelwerte ± SD, * p < 0,05; ** p < 0,01; *** p < 0,001, 1way-ANOVA, Post-
Test: Tukey´s Multiple Comparison Test. 
 
4. Histologische Befunde 
4.1. Haut 
4.1.1.  Tarsusbereich (nicht infizierte Lokalisation) 
Die Hautproben aus dem Tarsusbereich zeigten bei Tieren aller drei 
Gruppen eine regelrechte Schichtung der Haut ohne Ulzerationen und 
Hyperkeratose mit Nachweis einzelner, vorzugsweise im Stratum papillare 
lokalisierter eosinophiler Granulozyten und Mastzellen. 
 
4.1.2.  Widerrist (infizierte Lokalisation) 
In der histologischen Lupenübersicht war ein auffälliger Dickenunterschied 
der Haut der unbehandelten Tiere gegenüber jener der behandelten und 










Abbildung 17: Haut, Widerrist, Balken = 1 mm, GMA/MMA, HE.                                                            
 
Sämtliche Hautproben der infizierten, unbehandelten Tiere zeigten 
ausgeprägte serozelluläre Krustenbildung (Abbildung 18 A). In der 
Epidermis fand sich eine mittel- bis hochgradige, überwiegend 
orthokeratotische, teils kompakte, teils korbgeflechtartige Hyperkeratose 
(Abbildung 18 B). Sowohl die Krusten als auch die Hornlamellen zeigten 
eine starke Durchsetzung mit kokken- und stäbchenförmigen Bakterien 
(Abbildung 18 D). In einzelnen Proben infizierter unbehandelter Tiere 
ließen sich im Krustenmaterial wenige Parasitenanschnitte nachweisen 
(Abbildung 18 D). In sämtlichen Proben der behandelten Tiere waren 
keine Parasitenanschnitte nachweisbar. 
Die in mehreren Fällen abschnittsweise ulzerierte Epidermis der Proben 
unbehandelter Tiere wies, neben einer geringgradigen Spongiose und 
einem gering- bis mittelgradigen entzündlichem Infiltrat aus vornehmlich 
eosinophilen Granulozyten (Abbildung 18 B und D), eine diffuse und 
irreguläre mittel- bis hochgradige Hyperplasie auf (Abbildung 18 A und B). 

















Abbildung 18: Haut (Widerrist), unbehandeltes Tier, GMA/MMA, HE (A-C) bzw. Giemsa 
(D), Balken in A und B = 200 µm, Balken in C und D = 100 µm. Bakteriendurchsetzte 
serozelluläre Kruste, Hyperkeratose, multifokale Ulzeration, Hyperplasie der Epidermis, 
dezente epidermale Spongiose, Hyperämie, Ödem und Entzündungszellinfiltration, 
Parasitenanschnitt (*). 
 
Das Stratum papillare zeigte, neben einer Hyperämie, ein mittel- bis 
hochgradiges Ödem und eine diffuse hochgradige entzündliche Infiltration 
mit überwiegend eosinophilen Granulozyten und zahlreichen reifen 
Mastzellen (Abbildung 18 C). Die Epidermis der behandelten Rinder wies 
qualitativ gleichartige, jedoch weniger stark ausgeprägte Alterationen auf. 
Während sich bei den behandelten Tieren wenige intraepidermale 
eosinophile Granulozyten nachweisen ließen, war die regelrecht 
geschichtete und von zarten, desquamierten Hornlammellen bedeckte 














Die Dermis der behandelten Tiere zeigte gegenüber der unbehandelten 
Gruppe eine deutlich geringere Entzündungszellinfiltration.  
Einzelne, z.T. in Gruppen vorliegende eosinophile Granulozyten fanden 
sich auch in der Dermis der Kontrolltiere. Abbildung 19 zeigt je eine 
repräsentative Lupenübersicht eines Hautquerschnittes der drei Gruppen. 
 
 
Abbildung 19: Haut, Widerrist, Entzündungszellinfiltration der Dermis, Balken = 200 µm, 










   
Kontrolle Behandelt Unbehandelt 




4.2.  Lymphknoten 
Alle untersuchten Buglymphknotenproben wiesen eine organtypische 
Architektur auf. Die Proben der unbehandelten Tiere zeigten 
lichtmikroskopisch gegenüber jenen der behandelten Tieren und denen 
der Kontrollgruppe eine hochgradige reaktive Hyperplasie mit deutlich 
ausgeprägter Follikelformation und Keimzentrumsreaktion (Abbildung 20). 
 
Abbildung 20: Buglymphknoten der Kontroll- sowie der be- und unbehandelten Tiere, 
Balken = 1mm, Paraffin, HE. 
   Kontrolle Behandelt Unbehandelt 





Die Nebennieren aller drei Gruppen zeigten einen typischen zonalen 
Aufbau mit Schichtung der Rinde in die Zonae glomerulosa und 





Abbildung 21: Nebenniere, 1= Kapsel, 2= Zona glomerulosa, 3= Zona fasciculata, 4= 















5. Quantitativ-morphologische Befunde 
5.1. Haut 
5.1.1. Tarsusbereich (nicht infizierte Lokalisation) 
5.1.1.1. Dicke der Haut und ihrer Schichten 
Die Dicke der Haut und ihrer einzelnen Schichten zeigte zwischen den 
drei Gruppen keinen signifikanten Unterschied (Abbildung 22). 
























Dicke des Str. papillare
µm






Dicke des Str. reticulare
µm
Abbildung 22: Dicke der Haut bzw. einzelnen Hautschichten (Tarsus), (K = Kontrolle, B 
= Behandelt, U = Unbehandelt, Gruppengröße in Klammern), Mittelwerte ± SD, 1way 
ANOVA. 




5.1.1.2. Volumendichten der einzelnen Hautschichten in der Haut 
Die Volumendichte der Epidermis in der Haut des Tarsalbereiches war bei 
den behandelten Tieren signifikant niedriger als bei den unbehandelten 
und Kontrolltieren. Zwischen den Kontroll- und den unbehandelten Tieren 
bestand hier kein signifikanter Unterschied (Abbildung 23). Die 
unbehandelte Gruppe wies eine signifikant größere Volumendichte des 
Stratum papillare in der Haut des Tarsalbereiches gegenüber den 
behandelten Tieren auf (Abbildung 23). Der Anteil des Stratum reticulare 
an der Haut der unbehandelten Tiere war gegenüber den behandelten 
Tieren signifikant niedriger (Abbildung 23). Zwischen den Kontroll- und 
den behandelten Tieren bestand bzgl. der Volumendichte des Stratum 
papillare beziehungsweise reticulare in der Haut kein signifikanter 
Unterschied. 














Vv (Str. papillare/ Haut)








Vv (Str. reticulare/ Haut)
Abbildung 23: Volumendichten der einzelnen Hautschichten in der Haut (Tarsus), (K = 
Kontrolle, B = Behandelt, U = Unbehandelt, Gruppengröße in Klammern), Mittelwerte ± 
SD, * p < 0,05; ** p < 0,01; *** p < 0,001; 1way ANOVA, Post-Test: Tukey´s Multiple 
Comparison Test. 




5.1.1.3. Numerische Flächendichte eosinophiler Granulozyten und 
Mastzellen in den einzelnen Hautschichten  
Insgesamt wies die Haut im Bereich des Tarsus der behandelten Gruppe 
signifikant mehr Kernanschnitte eosinophiler Granulozyten gegenüber 
Hautproben gleicher Lokalisation der Kontrollgruppe auf. Zwischen Proben 
der Kontrollgruppe und der unbehandelten Gruppe sowie zwischen 
Proben der behandelten und unbehandelten Tiere bestand kein 
signifikanter Unterschied (Abbildung 24 A). Aufgeschlüsselt nach 
einzelnen Hautschichten war im Stratum papillare ein signifikanter 
Unterschied an Kernanschnittsprofilen eosinophiler Granulozyten 
zwischen den Kontrolltieren und den infizierten Tieren zu verzeichnen. 
Zwischen den behandelten und unbehandelten Tieren bestand kein 
signifikanter Unterschied (Abbildung 24 E). In der Epidermis und im 
Stratum reticulare bestand zwischen den Gruppen kein signifikanter 
Unterschied in der numerischen Flächendichte eosinophiler Granulozyten 
(Abbildung 24 C und G).  
Die numerische Flächendichte von Mastzellen zeigte zwischen den 
Proben der drei Gruppen weder in der Haut des Tarsalbereiches 
insgesamt, noch in den einzelnen Hautschichten einen signifikanten 






Abbildung 24 (nächste Seite): Numerische Flächendichte (NA) eosinophiler 
Granulozyten (eos. Gran.) (A, C, E, G) und Mastzellen (Mastz.) (B, D, F, H) in der Haut 
bzw. einzelnen Hautschichten im Bereich des Tarsus, (K = Kontrolle, B = Behandelt, U = 
Unbehandelt, Gruppengröße in Klammern), NA = numerische Flächendichte eos. Gran. 
bzw. Mastz. pro mm² Hautquerschnitt bzw. Anschnittsfläche, Mittelwerte ± SD, * p < 0,05; 
** p < 0,01; *** p < 0,001; 1way ANOVA, Post-Test: Tukey´s Multiple Comparison Test. 



























































































































































Tarsalbereich (nicht infizierte Lokalisation)




5.1.2. Widerrist (infizierte Lokalisation) 
5.1.2.1. Dicke der Haut und ihrer Schichten 
Die Haut im Bereich des Widerristes der unbehandelten Tiere war 
signifikant dicker gegenüber der behandelter Tiere und der der 
Kontrolltiere (Abbildung 25). Die Epidermis im Bereich des Widerristes 
unbehandelter Rinder war signifikant (durchschnittlich viermal) dicker als 
die der behandelten und Kontrolltiere (Abbildung 25). Das Stratum 
papillare unbehandelter Tiere war signifikant dicker gegenüber dem 
behandelter Tiere und dem von Tieren der Kontrollgruppe (Abbildung 25).  
Zwischen den behandelten Tieren und den Kontrolltieren bestand in den 
Dicken der Haut, der Epidermis und  des Stratum papillare kein 
signifikanter Unterschied. Das Stratum reticulare der drei Gruppen wies 
keine signifikanten Dickenunterschiede auf (Abbildung 25). 
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Dicke des Str. reticulare
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Abbildung 25: Dicke der Haut bzw. einzelnen Hautschichten (Widerrist), (K = Kontrolle, 
B = Behandelt, U = Unbehandelt, Gruppengröße in Klammern), Mittelwerte ± SD, * p < 
0,05; ** p < 0,01; *** p < 0,001; 1way ANOVA, Post-Test: Tukey´s Multiple Comparison 
Test. 




5.1.2.2. Volumendichten der einzelnen Hautschichten in der Haut 
Im Bereich des Widerristes waren die Volumendichten der Epidermis und 
des Stratum papillare in der Haut der unbehandelten Gruppe signifikant 
größer gegenüber jenen der behandelten und Kontrollgruppe (Abbildung 
26).  
Die Volumendichte des Stratum reticulare in der Haut der unbehandelten 
Gruppe war signifikant niedriger gegenüber dem der behandelten und 
Kontrollgruppe (Abbildung 26).  
Zwischen den Volumendichten der einzelnen Hautschichten in der Haut 
der behandelten und der Kontrolltiere bestand kein signifikanter 
Unterschied (Abbildung 26). 


























Abbildung 26: Volumendichten der einzelnen Hautschichten in der Haut (Widerrist), (K = 
Kontrolle, B = Behandelt, U = Unbehandelt, Gruppengröße in Klammern), Mittelwerte ± 
SD,  * p < 0,05; ** p < 0,01; *** p < 0,001; 1way ANOVA, Post-Test: Tukey´s Multiple 
Comparison Test. 
 




5.1.2.3. Numerische Flächendichte eosinophiler Granulozyten und 
Mastzellen in den einzelnen Hautschichten  
Die Haut im Bereich des Widerristes zeigte bei den unbehandelten 
gegenüber den behandelten als auch Kontrolltieren eine signifikant höhere 
numerische Flächendichte sowohl eosinophiler Granulozyten als auch 
Mastzellen.  
Gegenüber behandelten Tieren war die numerische Flächendichte 
eosinophiler Granulozyten bei unbehandelten Tieren durchschnittlich 
zweimal und gegenüber Kontrolltieren 34 mal höher. Die numerische 
Flächendichte von Mastzellen bei unbehandelten Tieren war gegenüber 
behandelten Tieren durchschnittlich zweimal und gegenüber Kontrolltieren 
neunmal höher (Abbildung 27 A und B).  
Unbehandelte Tiere wiesen in der Epidermis eine signifikant größere 
numerische Flächendichte eosinophiler Granulozyten gegenüber den 
Kontrolltieren und tendenziell gegenüber behandelten Tieren auf 
(Abbildung 27 C).  
Im Stratum papillare war bei unbehandelten Tieren sowohl gegenüber 
behandelten Tieren als auch Kontrolltieren die Flächendichte eosinophiler 
Granulozyten signifikant höher. Behandelte Tiere wiesen im Stratum 
papillare eine höhere numerische Flächendichte eosinophiler 
Granulozyten gegenüber den Kontrolltieren auf (Abbildung 27 E).  
Im Stratum reticulare war sowohl bei behandelten als auch unbehandelten 
Tieren die numerische Flächendichte eosinophiler Granulozyten signifikant 
höher gegenüber Kontrolltieren.  
Zwischen behandelten und unbehandelten Tieren bestand in dieser 
Hautschicht kein signifikanter Unterschied in der numerischen 
Flächendichte eosinophiler Granulozyten (Abbildung 27 G).  




Im Stratum papillare als auch reticulare wiesen die unbehandelten Tiere 
eine signifikant höhere numerische Flächendichte von Mastzellen 
gegenüber den Kontrolltieren auf. Zwischen behandelten und 
unbehandelten Tieren bestand in diese Hautschichten kein signifikanter 
Unterschied in der numerischen Flächendichte von Mastzellen (Abbildung 
27 F und H). 
In drei von allen untersuchten epidermalen Gesichtsfeldern der 
unbehandelten Tiere war je ein Kernanschnitt einer Mastzelle 
nachweisbar, während in allen untersuchten epidermalen Gesichtsfeldern 
der behandelten Tiere und der Kontrollgruppe keine Mastzellen gefunden 













Abbildung 27 (nächste Seite): Numerische Flächendichte (NA) eosinophiler 
Granulozyten (A, C, E, G) und Mastzellen (B, D, F, H) in der Haut bzw. einzelnen 
Hautschichten im Bereich des Widerristes, (K = Kontrolle, B = Behandelt, U = 
Unbehandelt, Gruppengröße in Klammern), NA = numerische Flächendichte eos. Gran. 
bzw. Mastz. pro mm² Hautquerschnitt bzw. Anschnittsfläche, Mittelwerte ± SD, * p < 0,05; 
** p < 0,01; *** p < 0,001; 1way ANOVA, Post-Test: Tukey´s Multiple Comparison Test.













































































































































5.2.1. Volumendichten der Lymphknotenkompartimente im 
Buglymphknoten 
Die Volumendichten der lymphatischen Kompartimente (Keimzentren und 
lymphatisches Gewebe) im Lymphknoten waren bei den unbehandelten 
Tieren signifikant größer als bei den behandelten und den Kontrolltieren. 
Bei den Kontrolltieren war die Volumendichte der nichtlymphatischen 
Gewebe im Lymphknoten signifikant größer gegenüber den behandelten 
und unbehandelten Tieren. Die behandelten Tiere wiesen eine signifikant 
größere Volumendichte des lymphatischen Gewebes im Lymphknoten 
gegenüber den Kontrolltieren auf (Abbildung 28). 










Vv (sonstiges lymph. Gewebe/Lymphknoten)


















Abbildung 28: Volumendichten der einzelnen Lymphknotenkompartimente im 
Buglymphknoten, (K = Kontrolle, B = Behandelt, U = Unbehandelt, Gruppengröße in 
Klammern), Mittelwerte ± SD, * p < 0,05; ** p < 0,01; *** p < 0,001; 1way ANOVA, Post-
Test: Tukey´s Multiple Comparison Test. 




5.2.2. Volumina der Lymphknotenkompartimente 
Die Volumina der untersuchten Lymphknotenkompartimente waren bei der 
unbehandelten Gruppe signifikant größer als die der behandelten Tiere 
und der Kontrolltiere (Abbildung 29).  
Das Volumen nichtlymphatischer Kompartimente war bei unbehandelten 
Tieren durchschnittlich zweimal höher gegenüber Kontrolltieren und 
zweieinhalbmal höher gegenüber behandelten Tieren.  
In den Lymphknoten der unbehandelten Tiere war das Volumen der 
Keimzentren durchschnittlich fünfmal größer als bei behandelten Tieren 
und 32 mal größer als bei Kontrolltieren.  
Das Volumen sonstiger lymphatischer Gewebe war bei unbehandelten 
Tieren gegenüber behandelten Tieren durchschnittlich viermal und 
gegenüber Kontrolltieren siebenmal größer.  
Die Volumina von lymphatischen und nichtlymphatischen Kompartimenten 
sowie der Keimzentren zeigten zwischen Tieren der behandelten Gruppe 
und Tieren der Kontrollgruppe keinen signifikanten Unterschied.  
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Abbildung 29: Volumina der Lymphknotenkompartimente, (K = Kontrolle, B = Behandelt, 
U = Unbehandelt, Gruppengröße in Klammern) Mittelwerte ± SD,  * p < 0,05; ** p < 0,01; 
*** p < 0,001; 1way ANOVA, Post-Test: Tukey´s Multiple Comparison Test. 
 
5.3. Nebenniere 
5.3.1. Volumendichten der Nebennierenkompartimente in der 
rechten Nebenniere 
Die Volumendichte der Zona glomerulosa in der rechten Nebenniere war 
bei unbehandelten Tieren gegenüber behandelten Tieren signifikant 
reduziert. Zwischen den behandelten Tieren und den Kontrolltieren 
bestand kein signifikanter Unterschied in der Volumendichte der Zona 
glomerulosa (Abbildung 30). 




Die Volumendichte der Zona fasciculata in der rechten Nebenniere war bei 
unbehandelten Tieren signifikant größer als bei behandelten Tieren. Die 
Volumendichte der Zona glomerulosa in der Nebenniere war zwischen 
Kontrolltieren und behandelten Tieren wie auch die Volumendichte der 
Zona fasciculata in der Nebenniere zwischen Kontrolltieren und 
unbehandelten Tieren nicht signifikant verschieden (Abbildung 30). 
Die Volumendichte des Nebennierenmarkes in der rechten Nebenniere 
war zwischen behandelten Tieren, unbehandelten Tieren und 
Kontrolltieren nicht signifikant verschieden (Abbildung 30). 
Zwischen den Werten, der für die rechten und der pro Gruppe zusätzlich 
ausgewerteten vier linken Nebennieren ermittelten Volumendichten der 
Zona glomerulosa, Zona fasciculata und des Markes in der linken 
Nebenniere bestanden innerhalb der jeweiligen Untersuchungsgruppen 
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Volumendichten der Nebennierenkompartimente



























Abbildung 30: Volumendichten der Nebennierenkompartimente in der rechten 
Nebenniere, Gruppengröße in Klammern, Mittelwerte ± SD, Mittelwerte ± SD,  * p < 0,05; 








5.3.2. Gesamtvolumina der Nebennierenkompartimente in beiden 
Nebennieren 
Unbehandelte Tiere wiesen ein signifikant größeres Volumen der Zona 
fasciculata gegenüber behandelten Tieren und Kontrolltieren auf. Das 
Volumen der Zona fasciculata war zwischen behandelten Tieren und 
Kontrolltieren nicht signifikant verschieden. 
Zwischen dem Volumen der Zona glomerulosa als auch des Markes der 
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Abbildung 31: Gesamtvolumina der Nebennierenkompartimente in beiden Nebennieren, 
Gruppengröße in Klammern, Mittelwerte ± SD, Mittelwerte ± SD,  * p < 0,05; ** p < 0,01; 
*** p < 0,001; 1way ANOVA, Post-Test: Tukey´s Multiple Comparison Test. 
 
5.3.3. Numerische Volumendichte der Zona fasciculata-Zellen in 
der Zona fasciculata der rechten Nebennierenrinde 
Zwischen den drei Gruppen bestand kein signifikanter Unterschied in der 
numerischen Volumendichte der Zona fasciculata-Zellen in der Zona 
fasciculata (Abbildung 32). 
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Abbildung 32: Numerische Volumendichte (NV) der Zona fasciculata-Zellen in der Zona 
fasciculata der rechten Nebennierenrinde, (K = Kontrolle, B = Behandelt, U = 
Unbehandelt, Gruppengröße in Klammern), Mittelwerte ± SD, 1way ANOVA. 
 
5.3.4. Mittleres Volumen der Zona-fasciculata-Zellen der rechten 
Nebenniere 
Das mittlere Volumen der Zona-fasciculata-Zellen zeigte zwischen den 
drei Gruppen keinen signifikanten Unterschied (Abbildung 33). 









Abbildung 33: Mittleres Volumen der Zona fasciculata-Zellen der rechten Nebenniere, 
(K= Kontrolle, B= Behandelt, U= Unbehandelt, Gruppengröße in Klammern), Mittelwerte 
± SD, 1way ANOVA. 
 
 




5.3.5. Absolute Anzahl der Zona-fasciculata-Zellen in beiden 
Nebennieren 
Die unbehandelten Tiere wiesen signifikant mehr Zona fasciculata-Zellen 
in beiden Nebennieren gegenüber den behandelten Tieren auf. Zwischen 
den unbehandelten Tieren und den Kontrolltieren als auch zwischen 
behandelten Tieren und Kontrolltieren bestand kein signifikanter 
Unterschied in der Anzahl der Zona fasciculata- Zellen (Abbildung 34). 


















Abbildung 34: Absolute Anzahl der Zona fasciculata-Zellen in beiden Nebennieren, (K = 
Kontrolle, B = Behandelt, U = Unbehandelt, Gruppengröße in Klammern), Mittelwerte ± 
















6. Kortisolkonzentration im Serum 
Die kurz vor der Schlachtung bestimmten Serumkortisolspiegel waren bei 
den Tieren der drei Gruppen nicht signifikant verschieden (Abbildung 35). 
 










Abbildung 35: Kortisol im Serum, (K = Kontrolle, B = Behandelt, U = Unbehandelt, 













1. Allgemeine Aspekte 
Psoroptes ovis ist eine auf der Hautoberfläche verschiedener 
Säugetierspezies parasitierende Milbe. Unter anderem befällt sie das Rind 
und ruft dort schwere Dermatitiden hervor. Neben der Schädigung der 
Haut und konsekutiv des daraus hergestellten Leders, führt der Befall zu 
Leistungseinbußen in der Mast und stellt somit ein ernst zu nehmendes 
wirtschaftliches Problem dar. Neben experimentellen, alternativen 
akariziden Behandlungsansätzen werden Infektionen heute durch Einsatz 
von Substanzen aus der Gruppe der makrozyklischen Lactone kontrolliert. 
Deren Wirksamkeit wird anhand verschiedener Studienmodelle evaluiert. 
In Zusammenarbeit mit der Firma Merial GmbH und dem Institut für 
Vergleichende Tropenmedizin und Parasitologie der Ludwig-Maximilians-
Universität wurden Organproben von Rindern aus einer Therapiestudie 
zur Evaluierung eines Akarizids aus der Gruppe der makrozyklischen 
Lactone auf histopathologische Alterationen und Veränderungen 
morphometrischer und quantitativ-stereologischer Parameter untersucht. 
Dank der mitgeführten nicht infizierten Kontrollgruppe war es möglich, 
neben den durch Vergleich der behandelten und unbehandelten Tiere 
evaluierbaren Therapieeffekten, Alterationen der untersuchten Organe auf 
die Präsenz und Schadwirkung von P. ovis zurückzuführen und zu 
quantifizieren. Besonderes Interesse galt hierbei den Nebennieren als 
wichtiges Effektororgan der Stressreaktion. 




2. Diskussion der Ergebnisse 
2.1. Experimentelles Design 
Das experimentelle Design entsprach international anerkannten 
Expertenrichtlinien zur Beurteilung der Effizienz von Antiparasitika 
(Vercruysse et al., 2006). Die Zeitspanne des Beobachtungszeitraumes 
gewährleistete eine Vermehrung der initial auf die Versuchstiere 
aufgebrachten Milben und die Ausprägung des klinischen Bildes der 
Räude. Eine der Behandlung folgende Beobachtungsperiode, die mehr als 
zwei komplette Lebenszyklen von P. ovis umfasste, erlaubte die 
Wirksamkeit sowohl gegen zum Zeitpunkt der Behandlung motiler 
Parasiten als auch nach Behandlung geschlüpfter Parasiten zu beurteilen. 
Üblicherweise werden für Effizienzstudien keine nicht infizierten Tiere als 
Kontrolle mitgeführt, im Rahmen des der vorliegenden Arbeit zugrunde 
liegenden Experimentes wurde jedoch eine Gruppe solcher Tiere 
bereitgestellt. Dies ermöglichte, neben der Zielsetzung Therapieeffekte zu 
quantifizieren, die Auswirkungen der Milbeninfektion auf bislang 
unerforschte Aspekte hinsichtlich möglicher Alterationen innerer Organe 
zu objektivieren. Grundlage dieser Bestrebungen waren die  beobachteten 
Veränderungen an der Nebennierenrinde von mit Sarcoptes und 
Chorioptes infizierter Rinder (Rehbein et al., 2003). Anhand dieser, und 
der vorliegenden Arbeit zeigt sich, dass die für derartige Effizienzstudien 
anberaumte Zeitspanne geeignet ist, auch mögliche Veränderungen 
innerer Organe zu erfassen. So konnten bei diagnostischen Sektionen, 63 
Tage nach P. ovis-Infektion keine Alteration innerer Organe bei infizierten 
Rindern gegenüber nicht infizierten Kontrolltieren nachgewiesen werden 
(Stromberg et al., 1986). 
Die gewählte Infektionsdosis von ca. 2000 Milben pro Tier stellt ein 
Vielfaches der empfohlenen Mindestinfektionsdosis von 50 bis 100 Milben 
dar. Mit dieser Dosis sind jedoch sicher und schnell die für 
Effizienzstudien benötigten Veränderungen an den Versuchstieren zu 
induzieren (Vercruysse et al., 2006). Zudem entspricht diese Anzahl eher 
einer manifesten Infektion unter natürlichen Bedingungen.  




Die mit der Infektion eingetretenen und gegebenenfalls durch die Therapie 
beeinflussten Veränderungen an hier untersuchten Zielorganen und die 
zur Detektion angewandten Techniken werden im Folgenden diskutiert. 
 
2.2. Methodische Aspekte 
2.2.1. Haut 
Die Haut von Rindern und Schafen, als primäres, durch P. ovis, 
geschädigtes Organ, war bereits Gegenstand zahlreicher 
Untersuchungen. In diesen Studien wurden an intra vitam (nach 
Lokalanästhesie) exzidierten beziehungsweise ausgestanzten Hautproben 
die Charakteristika und der Verlauf der durch P. ovis hervorgerufenen 
Dermatitis erhoben (Stromberg und Fisher, 1986; Van Den Broek et al., 
2004). Bei subkutaner Applikation von Lokalanästhetika besteht jedoch die 
Möglichkeit einer lokalen Entzündungsreaktion durch das Anästhetikum 
selbst (Cavadas et al., 2003). Die Entnahme von Hautproben nach der 
Schlachtung bietet daher die Möglichkeit, entzündliche Veränderungen frei 
von möglichen medikamentell bedingten Verzerrungen zu beurteilen. Eine 
Verlaufskontrolle der dermalen Entzündungszellinfiltration war nicht 
Gegenstand der vorliegenden Arbeit. Die entnommenen Hautproben 
spiegeln somit die situativen Verhältnisse des Tages 112 post infektionem 
(p. i.) wider, allerdings sind in der Literatur auch keine vergleichbaren 
Daten vorhanden, die die entzündliche Infiltration der Haut zu einem 
soweit fortgeschrittenem Zeitpunkt nach der Infektion beschreiben. Die 
Hautproben wurden in GMA/MMA eingebettet. Dieses für morphologische 
Studien hervorragend geeignete Kunststoffeinbettmedium bietet 
gegenüber der Paraffineinbettung den Vorteil einer geringeren 
Gewebeschrumpfung (Dorph-Petersen et al., 2001). In Giemsa-gefärbten 
GMA/MMA-Schnitten sowohl milbenalterierter als auch makroskopisch 
unveränderter Haut wurde die numerische Flächendichte eosinophiler 
Granulozyten und Mastzellen in systematisch zufällig gewählten 
Gesichtsfeldern jeder Hautschicht bestimmt.  




Die dabei ausgewertete Fläche entspricht im Umfang den 
Untersuchungen bereits publizierter Studien (Van Den Broek et al., 2000, 
2003, 2004; McNeilly et al., 2010). Mit der numerischen Flächendichte als 
nicht stereologischer Parameter kann jedoch keine exakte Aussage über 
die tatsächliche Anzahl eosinophiler Granulozyten und Mastzellen in den 
untersuchten Hautproben getroffen werden (Wanke, 1996). Der Parameter 
wurde gewählt, da er mit relativ geringem Aufwand ein anschaulicheres 
Abbild der entzündlichen Infiltration als eine semiquantitative Beurteilung 
(-, +, ++, +++) liefert. Zudem ist der Parameter, unter der Prämisse, dass 
die Größe der untersuchten Partikel (Kerne) bei Individuen der 
unbehandelten, behandelten und Kontrollgruppe nicht unterschiedlich ist, 
für den Vergleich zwischen den drei Gruppen ausreichend. 
Die Dicke von milbenalterierter und im Vergleich dazu makroskopisch 
unversehrter Haut sowie jeweils ihrer einzelnen Schichten wurde anhand 
HE-gefärbter GMA/MMA-Schnitte computergestützt morphometrisch 
bestimmt (Hünemörder, 1995; Wanke et al., 1999). Das 
Kunststoffeinbettungsmedium weist gegenüber Paraffin den Vorteil einer 
geringeren Gewebeschrumpfung auf. Somit spiegeln die an den 
GMA/MMA-Schnitten erhobenen Befunde eine genauere Sicht der 
Dickenverhältnisse in der Haut wider. In der Literatur sind Methoden wie 
Sonografie oder Zählen von Zelllagen zur Bestimmung der Dicke von Haut 
und ihrer Schichten beschrieben (Monteiro-Riviere et al., 1990; Butler und 
Head, 1993; Van Amstel et al., 2004). Im Fall einer entzündlich infiltrierten 
Dermis ist mit der Sonografie jedoch eine sichere Differenzierung 
zwischen Dermis und Epidermis nicht möglich (El Gammal et al., 1999). 
Bei Zählen von Zelllagen bleibt ein möglicherweise bestehendes intra-
und/oder interzelluläres Ödem unberücksichtigt. Insofern stellt die 
computergestützte Morphometrie eine geeignetere Methode zur 








Die Bestimmung der Volumendichten der einzelnen Hautschichten in der 
Haut erfolgte an HE-gefärbten GMA/MMA-Schnitten. Die angewandte 
Technik der Punktzählung stellt eine geeignete und akzeptierte Methode 
auch in der Dermatologie dar (Bahmer und Smolle, 1992; Smolle et al., 
1993; Antico, 2004) 
 
2.2.2. Lymphknoten 
Die zur Volumetrie angewandte Methode nach Scherle bietet vergleichbar 
genaue Ergebnisse wie die stereologische Bestimmung des Volumens 
nach Cavalieri (Dorph-Petersen et al., 2005) und wurde aus Gründen der 
Praktikabilität letzterer vorgezogen. Die Bestimmung der Volumendichten 
einzelner Lymphknotenkompartimente durch Punktzählung ist eine bisher 
nur wenig beschriebene Methode (Kolotova et al., 2010; Vojdani et al., 
2010). Die Ergebnisse der vorliegenden Arbeit zeigen, dass diese 
Untersuchung geeignet ist, subjektive Eindrücke zu objektivieren, indem 
gemessene Merkmale von Strukturen in Datenform abstrahiert werden 
(Oberholzer, 1983). Durch Vergleich dieser erhobenen Daten konnten 
eindeutige Unterschiede in der Komposition und in den Volumina der 




In der Literatur sind Daten über das spezifische Gewicht der Nebenniere 
von Mensch, Ratte und Hund verfügbar (Swinyard, 1939). Die im Rahmen 
der vorliegenden Arbeit an den Nebennieren angewandte Volumetrie nach 
Scherle ergab als Nebenbefund ein gegenüber diesen Spezies geringfügig 
höheres (6%) spezifisches Gewicht von 1,101 g/cm³. Diese Abweichung 
kann einerseits durch die Messgenauigkeit, andererseits durch einen 
speziesspezifisch unterschiedlichen Fettgehalt in der Nebenniere bedingt 
sein.  




Während beim Rind ein Fünftel der Nebennierentrockensubstanz aus 
Lipiden besteht, macht beim Menschen der Lipidgehalt die Hälfte der 
Trockensubstanz aus (Jossiphov, 1968). Im Rahmen älterer an Rindern 
durchgeführten Studien wurde zur Beurteilung von möglichen 
Veränderungen der Nebennierenrinde der Adrenalindex (siehe 
Literaturübersicht Kapitel 8) bestimmt. Dieser ist jedoch von geringerer 
Aussagekraft. Dieser Parameter lässt eine Aussage über das Verhältnis 
der Zona glomerulosa zu der Zona fasciculata in der untersuchten, 
möglicherweise willkürlich gewählten, Lokalisation zu. Das Verhältnis 
zwischen Rinde beziehungsweise einzelnen Rindenzonen zum Mark bleibt 
dabei unberücksichtigt. Die in dieser Studie durchgeführte Bestimmung 
von Volumendichten einzelner Zonen mittels Punktzählung erlaubt bei 
bekannten Volumen des Organs eine quantitative Aussage über das 
Gesamtvolumen der einzelnen Nebennierenzonen und des Markes. Die 
Art von Veränderungen in den Volumina einzelner Zonen (Veränderung 
von Zellzahl oder Zellgröße) können anhand moderner quantitativ-
stereologischer Analysen beurteilt werden. Diese Methoden sind beim 
Rind allerdings bislang selten, und unter anderer Fragestellung und an 
Paraffinschnitten angewendet worden (Blanco et al., 2001). Inwieweit, 
oder ob überhaupt eine Korrektur dabei erhobener Befunde hinsichtlich 
der Gewebeschrumpfung vorgenommen wurde, ist aus den Publikationen 
nicht zu entnehmen.  
Bei den im Rahmen der vorliegenden Arbeit durchgeführten Analysen zur 
Einbettungsschrumpfung bovinen Nebennierengewebes in Epon ergab 
sich ein interessanter Befund. Entgegen der verbreiteten Auffassung, dass 
in Epon die einbettungsbedingte Schrumpfung zu vernachlässigen sei 
(Okwun et al., 1996), konnte hier eine mit dem linearen 
Schrumpfungsfaktor fs = 0,81 ± 0,06 einhergehende Volumenreduktion 
des Nebennierengewebes von 47% nachgewiesen werden. Vergleichbar 
hohe Volumenschrumpfungen sind auch für beispielsweise Hirngewebe 
von Ratten und Mäusen bei Eponeinbettung beschrieben (Nomura et al., 
1997; Fujise und Kosaka, 1999).  
 




Das vergleichbare Ausmaß der Schrumpfung in diesen beiden Geweben 
liegt möglicherweise in ihrem hohen Gehalt an Lipidderivaten begründet. 
Der nicht unerhebliche Volumenschwund in der Nebenniere unterstreicht 
die Notwendigkeit, stereologische Daten einer Korrektur für die mitunter 
starke Gewebeschrumpfung zu unterziehen (Wanke et al., 1994; Wanke, 
1996).  
Die Anzahl und das mittlere Volumen der Zona fasciculata-Zellen wurde 
mit der Disektor-Methode bestimmt. Dieses Verfahren erlaubt die Anzahl 
und Größe von Partikeln in einem definierten Referenzvolumen 
verzerrungsfrei zu bestimmen. 
Ein wichtiger Parameter bei Verwendung des physikalischen Disektors zur 
Zellzählung stellt die Schnittdicke dar. Anhand orthogonal wieder 
eingebetteten, den Schnittserien entnommenen Präparaten, konnte durch 
Schnittdickenmessungen an elektronenmikroskopischen Aufnahmen 
dieser Präparate eine konstante Schnittdicke bestätigt werden.  
 
2.3. Diskussion der Ergebnisse 
2.3.1. Milbenzahlen 
Der Verlauf der Milbeninfektion wurde durch regelmäßige Kontrollen, die 
auf international anerkannten Standards beruhen, evaluiert (Oie, 2004; 
Vercruysse et al., 2006). Auch wenn die Methode des direkten 
Milbennachweises durch Untersuchung von Hautgeschabseln anerkannt 
ist, weist sie bekannte Schwächen in der Sensitivität auf (Meleney, 1978; 
Ochs et al., 2001; Alnaaimi und Al-Badrani, 2010). Durch Auswertung 
einer ausreichend großen Anzahl von Hautgeschabseln wird versucht, 
falsch negativen Ergebnissen vorzubeugen. In vorliegender Studie wurde 
die empfohlene Anzahl von sechs Geschabseln pro Tier pro Untersuchung 
ausgewertet (Vercruysse et al., 2006). 
 




Infizierte Tiere, die medikamentell behandelt wurden, waren bis auf ein 
Tier der ersten Versuchsgruppe, bei dem am Tag 21 noch eine lebende 
Milbe gefunden wurde, nach zwei Wochen frei von Milben, während auf 
scheinbehandelten Tieren die Milben weiter persistierten. Das in dieser 
Studie angewandte Akarizid aus der Gruppe der makrozyklischen Lactone 
zeigte eine, mit der in der Literatur beschriebenen Effizienz diverser 
Avermectine vergleichbare Wirksamkeit. Eine ebenso schnelle Tilgung der 
Milbenlast nach Anwendung von Doramectin ist durch verschieden 
Autoren beschrieben (Logan et al., 1993; Hendrickx et al., 1995; Losson et 
al., 1996; Clymer et al., 1997). In einer vergleichenden 
Medikamentenstudie mit 1%igem subkutan appliziertem Ivermectin konnte 
bereits nach 7 Tagen eine vollständige Eliminierung der Milben 
diagnostiziert werden (Lonneux et al., 1997), während im Vergleich 
verschiedener Ivermectine die Tilgung der Milben frühestens nach 15 
Tagen zu verzeichnen war (Genchi et al., 2008). Diese Diskrepanz könnte 
durch eine fast doppelt so große Probandengruppe  der jüngeren Studie 
erklärt werden. Eine größere Probandenzahl ist begleitet von mehr 
Streuung. So waren 5 der 11 infizierten Tiere bereits bei der ersten 
Verlaufskontrolle frei von Milben, während die restlichen Tiere erst eine 
Woche später anhand milbenfreier Hautgeschabsel als parasitologisch 
negativ erfasst wurden. In einer Studie, in der die Effizienz von unter 
anderem subkutan appliziertem Doramectin und Ivermectin verglichen 
wurde, konnte bei beiden Präparaten hingegen erst nach 28 Tagen die 
vollständige Tilgung der Milben diagnostiziert werden (Rehbein et al., 
2002). Neben der Beobachtung, dass Originalprodukte in der Regel eine 
größere Effizienz gegenüber Generika zeigen (Rehbein et al., 2002; 
Genchi et al., 2008) scheinen auch speziesspezifische Unterschiede in der 
Bioverfügbarkeit dieser Präparate zu bestehen. Ein Vergleich zwischen 
Holstein-Friesian und Weißblauen Belgiern zeigte nach subkutaner 
Injektion eines Ivermectin sowohl in der Haut als auch im Plasma 
zeitabhängig signifikante Konzentrationsunterschiede des Präparates in 
der area under the curve (AUC) (Vercruysse et al., 2008).  




Ein möglicher Grund für dieses Phänomen könnte die ausgesprochene 
Lipophilie dieser Substanzen sein. Bei subkutaner Injektion würde dem 
zufolge in Tieren mit größeren Fettdepots eine geringere Bioverfügbarkeit 
erzielt. Eine Studie an Zebus attestiert Ivermectin eine schlechtere 
Verfügbarkeit als in anderen Rinderrasen, als mögliche Folge einer von 
der Spezies abhängigen Biotransformationsleistung in der Leber (Chiu et 
al., 1986, 1987; Ndong et al., 2005). Neben speziesspezifischen 
Unterschieden besteht auch, besonders bei topischer Anwendung, 




In der vorliegenden Arbeit zeigten die zu Versuchsbeginn nahezu gleich 
schweren Tiere der behandelten und unbehandelten Gruppe signifikant 
unterschiedliche Gewichtsentwicklungen. Zum Versuchsende waren 
behandelte Tiere signifikant schwerer als die unbehandelten Tiere. Diese 
Beobachtung ist im Einklang mit den Ergebnissen anderer 
Untersuchungen (Tobin, 1962; Meleney und Fisher, 1979; Guillot und 
Cole, 1984; Cole und Guillot, 1987; Lonneux et al., 1996, 1997; Rehbein 
et al., 2002). Negative Einflüsse einer P. ovis-Infektion auf die 
Körpergewichtsentwicklung sind auch beim Schaf beschrieben (Sargison 
et al., 1995; Rehbein et al., 2000a; Meintjes et al., 2002). Die im Vergleich 
zu den behandelten Tieren reduzierte Körpergewichtsentwicklung wird als 
Summation mehrerer Effekte gewertet. Die Infektion mit P. ovis führt zu 
einer reduzierten Retention der mit der Nahrung aufgenommenen Energie 
und steigert für jede 10% mehr alterierte Körperoberfläche den 
Erhaltungsbedarf um 0,5 mcal ME pro Tag (Cole und Guillot, 1987). Im 
Hinblick auf die reduzierte Energieretention kommt der sowohl bei 
Schafen als auch Rindern beobachteten verminderten Quantität und 
Qualität des Wiederkauens eine wichtige Bedeutung zu (Corke und 
Broom, 1999; De Bonte et al., 2009).  
 




Durch eine signifikante Abnahme der Kauschläge pro Bolus wird die 
Nahrung weniger effektiv zerkleinert und konsekutiv weniger effektiv durch 
die Pansenflora fermentiert. 
Daneben sind die von infizierten Tieren gegen den Juckreiz gerichtete 
Bewegungen wie Kratzen, Scheuern und Benagen mit einem Verlust an 
Energie und einer Beeinträchtigung der Ruhephasen, an die die 
Rumination gebunden ist, verbunden. Über die entzündlich veränderte 
Haut verlieren infizierte Tiere ein proteinreiches Exsudat (Stromberg und 
Fisher, 1986). Zudem ist die isolierende und schützende Funktion der 
Haut gestört. Die Aufrechterhaltung der Körpertemperatur und die 
Immunantwort auf potenzielle Sekundärinfektionen der Haut sind ebenfalls 
energiezehrende Prozesse. Im Rahmen der bestehenden P. ovis-Infektion 
werden vermehrt Proteine, die mit Entzündung assoziiert sind, 
synthetisiert (Coles, 1967; Fisher und Crookshank, 1982). Aus der Leber 
stammen die sogenannten Akute-Phase-Proteine wie Fibrinogen, 
Plasminogen, C-reaktives Protein sowie Komplementfaktoren. Im späteren 
Verlauf kommen die von B-Zellen generierten Immunglobuline hinzu. 
Einen bedeutenden Einfluss auf den Energiehaushalt haben die in der 
Nebennierenrinde synthetisierten Glukokortikoide (Ogwu et al., 1992). 
Diese wirken katabol, das heißt, unter ihrem Einfluss werden Protein- und 
Fettdepots mit dem Ziel der Energiemobilisation abgebaut. Erhöhte 
Serumkortisolspiegel werden im Allgemeinen mit Stress in Verbindung 
gebracht. Studien an verschiedenen Säugetieren haben gezeigt, dass 
chronischer Stress mit depressiver Wirkung auf das Körpergewicht 
einhergeht (Suleman et al., 2000; Otten et al., 2004; Ulrich-Lai et al., 
2006). Mit der Beeinträchtigung der Ruhephasen und physiologischer 
Prozesse wie die Digestion ist die Infektion mit P. ovis als eine solche 
Stresssituation zu werten. Die kurz vor der Schlachtung bestimmten 
Serumkortisolspiegel zeigten zum Teil eine starke Streuung zwischen den 
einzelnen Individuen. Der durchschnittliche Wert lag bei nicht infizierten 
Tieren nur geringgradig höher als bei unbehandelten Tieren, dieser Effekt 
liegt jedoch in der verhältnismäßig kleinen Tierzahl in der nicht infizierten 
Gruppe begründet. 





Die Haut im Bereich des Widerristes als Ort der Infektion war bei 
unbehandelten Tieren signifikant dicker als bei behandelten Tieren und 
entsprechenden, nicht milbenalterierten Proben der Kontrolltiere. Dabei 
rührte die größere Dicke vor allem aus einer Höhenzunahme des Stratum 
papillare. Zwar zeigte sich auch die Epidermis im Bereich des Widerristes 
der unbehandelten Tiere signifikant gegenüber der Epidermis behandelter 
und Kontrolltiere verdickt, jedoch leistet diese Schicht aufgrund ihrer 
insgesamt vergleichsweise geringen Stärke einen vernachlässigbaren 
Beitrag zur gesamten Dickenzunahme der Haut. Im Übrigen decken sich 
die in der vorliegenden Arbeit ermittelten Werte der Epidermisdicke bei 
behandelten Tieren und Kontrolltieren mit in der Literatur beschriebenen 
Daten für die Epidermis von Rindern (Monteiro-Riviere et al., 1990; Stahl 
et al., 2009). Die Verdickung des Stratum papillare war vor allem bedingt 
durch ein massives entzündliches Ödem, welches in anderen Studien 
ebenfalls beschrieben wurde (Stromberg und Fisher, 1986; Van Den 
Broek et al., 2004). Verantwortlich für die Ödematisierung sind vasoaktive 
Substanzen, die die Permeabilität der Gefäßwände verändern. Dabei ist 
vor allem das in großen Mengen in Mastzellen gespeicherte Histamin zu 
nennen. Neben der Wirkung auf die Permeabilität wird durch Histamin 
auch die Gefäßweite beeinflusst. Die ausgeprägte Hyperämie des Stratum 
papillare infizierter Tiere, die in Proben der Kontrolltiere nicht vorlag, steht 
im Einklang mit der Wirkung von Histamin.   
Die Alteration der Dicke der Epidermis und des Stratum papillare spiegelt 
sich auch im Vergleich der Volumendichten dieser Schichten an der Haut 
wider. Diese wurden ebenfalls an den HE-gefärbten GMA/MMA-Schnitten 
bestimmt. In Proben des Widerristes waren die Volumendichten von 
Epidermis und Stratum papillare bei unbehandelten Tieren signifikant 
größer als bei behandelten Tieren und Kontrolltieren. Die Volumendichten 
beider Hautschichten zeigten hingegen zwischen der behandelten und der 
Kontrollgruppe keinen signifikanten Unterschied. 




Dies verdeutlicht, dass der nicht therapierte Milbenbefall vor allem diese 
beiden oberflächlichen Hautschichten alteriert.  
Während die gefäßfreie Epidermis proliferiert, morphologisch durch 
zahlreiche Mitosen im Stratum basale und verlängerte Reteleisten 
gekennzeichnet, zeigt das Stratum papillare eine Volumenzunahme durch 
entzündlich bedingte Ödematisierung und Hyperämie. Induziert wird die 
epidermale Proliferation möglicherweise durch biologisch aktive 
Komponenten wie diverse Enzyme, die aus P. ovis isoliert wurden (Nisbet 
und Billingsley, 2000, 2002; Kenyon und Knox, 2002; Kenyon et al., 2003; 
Nisbet et al., 2006). Mit der gesteigerten Proliferation der Epidermis 
verbunden ist die in Proben der infizierten Tiere nachgewiesene und in der 
Literatur beschriebene Hyperkeratose (Losson et al., 1999; Van Den 
Broek et al., 2004). Diese Verhornungsstörung schafft auf der 
geschädigten Epidermis eine günstige Mikroumgebung für Bakterien, 
welche in Proben der infizierten Tiere nachzuweisen waren und zu einer 
Exazerbation der Dermatitis beitragen können (Losson et al., 1999). Aus 
P. ovis konnten Mykoplasmen kultiviert beziehungsweise diverse 
Bakterien isoliert werden (Cottew und Yeats, 1982; Damassa und Brooks, 
1991; Mathieson und Lehane, 1996; Hogg und Lehane, 1999, 2001; 
Bates, 2003). Unklar ist, ob diese primär mit der Milbe oder mit der 
läsionierten Haut assoziiert sind; daher bedarf es weiterer Studien, ob und 
inwieweit P. ovis zu der bakteriellen Kontamination beiträgt.  
In Proben aus dem Widerrist als Ort der Infektion wiesen die 
unbehandelten Tiere eine signifikant größere Anzahl von Kernanschnitten 
sowohl eosinophiler Granulozyten als auch Mastzellen pro Fläche 
gegenüber den Kontrolltieren als auch den behandelten Tieren auf. Die 
hier ermittelten Werte stellen die situativen Verhältnisse des Tages 112 
post infektionem (p. i.) dar. Ein Vergleich dieser Werte mit 
Literaturangaben ist aufgrund fehlender ähnlicher Langzeitstudien nicht 
möglich. Die Studien von van den Broek et al. (2004) erfassen ein 
Zeitfenster von maximal 84 Tagen p. i., zudem wurden die Daten an 
infizierten Schafen erhoben, die möglicherweise eine vom Rind 
abweichende zelluläre Antwort auf die Infektion mit P. ovis zeigen.




Anzumerken ist jedoch, dass bei Schafen 84 p. i. die entzündliche 
Infiltration rückläufig war. Die am Tag 84 p. i. bei den Schafen ermittelte, 
gegenüber den bei den Rindern am Tag 112 p. i. erhobene, geringere 
numerische Flächendichte eosinophiler Granulozyten mag bedingt sein 
durch die wesentlich schwächere Infektionsdosis von 25-50 gegenüber 
den in der vorliegenden Studie pro Rind eingesetzten 2000 Milben. Der 
Influx von eosinophilen Granulozyten in entzündete Hautbereiche scheint 
durch Stoffe induziert zu werden, die in der Milbe vorhanden sind oder von 
ihr generiert werden (Wildblood und Jones, 2007). Werden die Milben 
durch eine akarizide Therapie eliminiert, kann der auf der Haut 
verbleibende Milbenkot durch sukzessive Freisetzung der darin 
möglicherweise enthaltenden Stoffe den chemotaktisch gesteuerten Influx 
von eosinophilen Granulozyten in die Haut aufrechterhalten. Milbenkot, 
der auf die Hintergliedmaße gelangte, könnte so die signifikant stärkere 
Präsenz eosinophiler Granulozyten auch in den Hautproben aus dem 
Bereich des Tarsus infizierter Tiere gegenüber Kontrolltieren bedingen. 
Eosinophile Granulozyten sind gleichermaßen an Schutz und Zerstörung 
von Gewebe beteiligt (Munitz und Levi-Schaffer, 2004; Williams, 2004), in 
den vorliegenden Hautproben infizierter Rinder beobachtete und auch in 
der Literatur beschriebene Ulzerationen (Sargison, 2005) sind 
möglicherweise auf die Exozytose der in Vesikeln gespeicherten 
Inhaltsstoffe von eosinophilen Granulozyten wie Peroxidase und major 
basic protein zurückzuführen. Ulzerationen der Epidermis können jedoch 
auch durch Automutilation, induziert durch Pruritus, hervorgerufen werden. 
Das aus Mastzellen stammende Histamin ist ein potentes Pruritogen 
(Greaves und Wall, 1996) und möglicherweise an der Entstehung der 
oben erwähnten Ulzerationen beteiligt. Die Auslöser für eine vermehrte 
Migration von Mastzellen sind nicht hinreichend identifiziert, als potente 
Attraktoren für Mastzellen gelten beim Menschen unter anderem jedoch 
der sogenannte Stem-cell-factor, Komplementfaktoren wie C3a und C5a, 
IL- 8 und Mitglieder der TGF-(Transforming Growth-Factor)-β-Familie 
(Nilsson et al., 1994; Hartmann et al., 1997; Lippert et al., 1998; Olsson et 
al., 2000). 




Die numerische Flächendichte von Mastzellen in Hautproben aus dem 
Bereich des Widerristes war sowohl bei unbehandelten Tieren als auch 
behandelten Tieren gegenüber Kontrolltieren signifikant größer. Die 
ermittelten Werte liegen jedoch deutlich unter den in der Literatur 
beschriebenen Werten. Diese Diskrepanz ist möglicherweise bedingt 
durch die Fixierung der Hautproben in Formaldehydlösung, die zu einer 
reduzierten Erkennbarkeit selektiv einer Subpopulation von Mastzellen 
führt (Küther et al., 1998). 
  
2.6. Buglymphknoten 
Die regionären Buglymphknoten zeigten bei der Sektion deutliche Größen- 
und signifikante Gewichtsunterschiede zwischen den unbehandelten und 
den behandelten Tieren, während die Buglymphknoten der behandelten 
Tiere und Kontrolltiere nahezu gleich groß und schwer waren. 
Lymphknotenvergrößerungen sind bei Infektion mit Räudemilben 
beschrieben (Minihan et al., 2002; Rehbein et al., 2003). Die 
Volumenzunahme regionaler Lymphknoten ist eine bei Entzündungen im 
tributären Gebiet nach uniformem Muster ablaufende und typische 
Reaktion. Jedoch existieren keine vergleichbaren morphometrischen 
Daten. In der vorliegenden Arbeit wurden die Volumendichten von 
Keimzentren, sonstigem lymphatischen (parafollikulären) und 
nichtlymphatischen Geweben im Lymphknoten und die Gesamtvolumina 
dieser Kompartimente ermittelt. Ein Vergleich der dabei erhobenen 
Befunde ist aufgrund fehlender ähnlicher Studien nicht möglich. Infizierte 
Tiere wiesen signifikant höhere Volumendichten der lymphatischen 
Kompartimente gegenüber den Kontrolltieren auf, wobei in den 
Lymphknoten unbehandelter Tiere gegenüber behandelten Tieren 
signifikant höhere Volumendichten dieser Kompartimente nachzuweisen 
waren. 




Kontrolltiere zeigten im Gegensatz dazu eine signifikant höhere 
Volumendichte des nichtlymphatischen Kompartiments gegenüber den 
infizierten Tieren, wobei behandelte Tiere eine signifikant größere 
Volumendichte dieses Kompartimentes gegenüber unbehandelten Tieren 
aufwiesen. Diese Relativgrößen spiegeln die Reaktion der in die 
Immunantwort eingeschalteten Lymphknoten wieder. Die Absolutvolumina 
von sonstigem lymphatischen Gewebe und Keimzentren in den 
Lymphknoten unbehandelter Tiere waren signifikant größer gegenüber 
den entsprechenden Volumina in Lymphknoten behandelter und 
Kontrolltiere. An der Volumendichte des nichtlymphatischen Gewebe im 
Lymphknoten und dessen absolutes Volumen lässt sich jedoch sehr 
eindrucksvoll ein Phänomen demonstrieren: Die Volumendichte des 
nichtlymphatischen Gewebes als Relativwert ist bei den Kontrolltieren 
signifikant größer als bei beiden infizierten Gruppen. Der Absolutwert, das 
Gesamtvolumen hingegen ist jedoch bei unbehandelten Tieren signifikant 
größer als bei den Kontrolltieren. Für die Beurteilung von Relativwerten ist 
schlussfolgernd immer die Größe des Referenzvolumens mit zu 
betrachten. Die Missachtung dieser Notwendigkeit kann zu dem in der 
stereologischen Literatur als sogenannten “reference trap“ bekannten 
Phänomen führen (Gundersen et al., 1988a). 
Die Proliferation der Keimzentren repräsentiert das morphologische 
Äquivalent der gesteigerten Antikörperproduktion. Die Zunahme der 
Volumendichte der parakortikalen Region im Lymphknoten hingegen wird 
als wichtiger Parameter für chronischen Antigenstimulus betrachtet 
(Myking, 1980). Eine Beteiligung der aus P. ovis isolierten und Homologie 
zu Hausstaubmilbenallergenen aufweisenden Stoffe (Pruett, 1999; 
Kenyon und Knox, 2002; Lee et al., 2002a, 2002b; Kenyon et al., 2003; 
Huntley et al., 2004; Nisbet et al., 2006), erscheint hierbei möglich. Diese 
Analoga sollen mit dem Kot der Milbe auf die Haut des Wirtes und 
aufgrund ihres geringen relativen Molekülgewichtes zellunabhängig via 
Lymphe in den Lymphknoten gelangen (Sixt et al., 2005). 
 




Die mit der Proliferation von B-Lymphozyten in den Keimzentren 
einhergehende reaktive Hyperplasie führt je nach Ausmaß des 
auslösenden Stimulus zu einer mehr oder weniger stark ausgeprägten 
Volumenzunahme des Lymphknotens. Dabei hängt die Geschwindigkeit 
dieser Reaktion davon ab, ob der proliferationsinduzierende Stimulus 
zellgebunden oder in der Lymphflüssigkeit gelöst in den Lymphknoten 
gelangt. Die bei den Versuchstieren dieses Experimentes applizierte 
Infektionsdosis von ca. 2000 P. ovis-Milben pro Tier dürfte gemessen an 
der für antiparasitäre Effizienzstudien empfohlenen Mindestdosis von 50 
bis 100 P. ovis-Milben als ein starker Stimulus betrachtet werden, der in 
der entsprechenden Volumenzunahme der Lymphknoten infizierter nicht 
behandelter Tiere sich morphologisch widerspiegelt. Die Therapie des 
Milbenbefalls bewirkte eine signifikante Abschwächung der reaktiven 
Hyperplasie, da durch die Eliminierung der Milben die Produktion und das 
Aufbringen entzündungsstimulierender Faktoren auf die Haut beendet 
wurden. 
2.7. Nebennieren 
Behandelte und unbehandelte Tiere sowie Kontrolltiere zeigten nur 
geringe Unterschiede in der Größe ihrer Nebennieren. Die Nebennieren 
der unbehandelten Tiere waren jedoch signifikant schwerer als die 
entsprechenden Organe der beiden anderen Gruppen. Ähnliche 
Verhältnisse zeigten sich in einer mit dieser vergleichbaren Studie an den 
Nebennieren von mit Sarcoptes und Chorioptes infizierten Rindern und 
den mitgeführten nicht infizierten Kontrolltieren (Rehbein et al., 2003).  
Die Volumendichte der Zona fasciculata war bei unbehandelten Tieren 
signifikant größer als bei behandelten Tieren, während umgekehrt die 
Volumendichte der Zona glomerulosa bei behandelten Tieren signifikant 
größer als bei unbehandelten Tieren war. Anhand der ermittelten 
Volumendichten wurden die Gesamtvolumina der einzelnen 
Nebennierenrindenzonen und des Markes in den Nebennieren berechnet.




Unbehandelte Tiere wiesen ein signifikant größeres Volumen der Zona 
fasciculata gegenüber behandelten Tieren und Kontrolltieren auf, während 
zwischen den behandelten Tieren und den Kontrolltieren kein signifikanter 
Unterschied im Volumen der Zona fasciculata bestand. Da weder das 
Volumen der Zona glomerulosa noch des Markes signifikante 
Unterschiede zwischen den drei Gruppen zeigte, ist das signifikant 
größere Volumen der gesamten Nebenniere unbehandelter Tiere 
gegenüber den anderen beiden Gruppen allein auf das größere Volumen 
der Zona fasciculata zurückzuführen.  
Zur Klärung, ob der Zona fasciculata abhängige Volumenunterschied der 
Nebennieren einer Vermehrung und/oder Vergrößerung der Zellen dieser 
Zone zugrunde liegt, wurde eine stereologische Schätzung von Anzahl 
und mittlerem Volumen der Zona fasciculata-Zellen in der Nebenniere 
vorgenommen. Quantitativ-stereologische Methoden sind die einzige 
Möglichkeit, zuverlässige Informationen über Zellzahl und Zellgröße zu 
erhalten (Bielohuby et al., 2007). Das Volumen dieser Zellen wies 
zwischen den drei Gruppen keinen signifikanten Unterschied auf, jedoch 
konnte bei unbehandelten Tieren gegenüber behandelten Tieren eine 
signifikant größere Anzahl von Zona fasciculata-Zellen in den 
Nebennieren nachgewiesen werden. Somit konnte das größere Volumen 
der Nebennieren mit P. ovis infizierter, unbehandelter Rinder auf eine 
Hyperplasie der Zona fasciculata-Zellen zurückgeführt werden. Eine zum 
Versuchsende bei allen Tieren entnommene Blutprobe zeigte zwischen 
den drei Gruppen keine signifikanten Unterschiede der bis auf bei zwei 
unbehandelten Tieren im Referenzbereich liegenden 
Kortisolkonzentrationen im Serum. An Mäusen konnte gezeigt werden, 
dass sowohl Kortikosteron- als auch Kortisolhypersekretion eher an eine 
Hypertrophie als an Hyperplasie der Zona fasciculata-Zellen gebunden ist 
(Hoeflich et al., 2002; Bielohuby et al., 2007).  




Diese Beobachtung deckt sich auch mit an durch Dauerlicht gestressten 
Ratten erhobenen Befunden (Milosevic et al., 2005). Interessanterweise 
waren die Nebennieren dieser Tiere im Gegensatz zu den Nebennieren 
nicht durch Licht gestresster Kontrolltiere signifikant kleiner, während das 
absolute Volumen der Zona fasciculata bei den gestressten Tieren 
signifikant größer als bei den nicht gestressten Ratten war. Studien mit 
Hitzestress beziehungsweise Lärm ausgesetzten Ratten wiederum zeigen 
eine Volumenreduktion der Zona fasciculata (Koko et al., 2004; Oliveira et 
al., 2009). Insofern scheint die Antwort der Nebenniere auf Stress 
abhängig von dem auslösenden Stimulus zu sein.  
Ergebnisse aus unterschiedlichen Studien beim Rind zeigen, dass die 
Konzentration von Kortisol im Serum beim Rind nicht unbedingt als 
Langzeitstressparameter geeignet ist (Ley et al., 1996; Munksgaard und 
Simonsen, 1996; Walker et al., 2008). Selbst kontinuierliche 
Schmerzzustände müssen nicht zwingend mit erhöhten 
Serumkortisolspiegeln einhergehen (Ley et al., 1996). Eine 
Serumkortisolkonzentration innerhalb des Referenzbereiches bei 
chronischer Stressexposition spiegelt entweder eine verminderte 
Wahrnehmung des Stressors oder einen Mechanismus des Organismus 
gegen protrahierte und/oder kontraproduktive Kortisolexposition wider 
(Knights und Smith, 2007). Ein solcher Mechanismus beim Rind ist 
beispielsweise die verminderte Expression der ADH- und CRH-
Rezeptoren V3 und CRFR1 in der Hypophyse nach systemischer 
Applikation von Lipopolysaccharid (LPS) (Qahwash et al., 2002). Die 
entzündungshemmende Wirkung der Glukokortikoide ist bei einer Infektion 
nicht unbedingt von Nutzen, da die Migration von Entzündungszellen in 
entzündete Gewebe durch die Glukokortikoide gehemmt wird. Im Blut der 
mit LPS manipulierten Rindern zirkulierte weniger ACTH und folglich 
weniger Kortisol. Dieser Mechanismus zur Vermeidung einer gesteigerten 
Kortisolsekretion wäre auch bei den mit Psoroptes infizierten Rindern aus 
zwei Gründen denkbar: Einerseits ist das infizierte Rind auf die Migration 
von Entzündungszellen in die Haut angewiesen. 




Mit der Infektion und der Gewebeschädigung geht eine Ulzeration der 
Epidermis einher, die eine Sekundärinfektion mit Bakterien begünstigt. 
Diese, und hier vor allem die gramnegativen, möglicherweise mit den 
Milben assoziierten Bakterien könnten aufgrund der LPS-Wirkung auf den 
Wirtsorganismus für die nicht erhöhten Serumkortisolspiegel mit 
verantwortlich sein. Dieser Mechanismus verdeutlicht, warum 
Serumkortisolkonzentrationen nicht unbedingt einen aussagekräftigen 
Parameter zur Beurteilung von Langzeitstress darstellen. Prolongierter 
Stress in Form von persistierenden Hautinfektionen, widrigen 
Haltungsbedingungen und lang andauernden Tiertransporten führt bei 
Rindern hingegen zu Gewichtsveränderungen der Nebennieren und 
morphometrisch erfassbaren Veränderungen in der Nebennierenrinde 
(Hartmann, 1974; Makumyaviri et al., 1985; Wilson, 2002; Rehbein et al., 
2003). Die zonenspezifische Volumenzunahme wird daher als adaptive 
Reaktion der Nebenniere unbehandelter Tiere auf eine durch den 
persistierenden Milbenbefall induzierte und prolongierte Stresssituation 
angesehen. Als Ursache dieser Volumenzunahme konnte im Rahmen der 
vorliegenden Studie erstmalig eine Hyperplasie der Zona fasciculata-
Zellen identifiziert werden. Daher erlauben quantitativ-stereologische 
Analysen im Gegensatz zu den sowohl schnell ansteigenden als auch 
sinkenden und durch die Wirkung anderer Faktoren beeinflusster 
Serumkortisolkonzentrationen eine retrograde Beurteilung der 
Verhältnisse in der Nebenniere im Hinblick auf Langzeitstress.




3. Schlussfolgerung und Ausblick 
Ein Teil der im Rahmen dieser Arbeit erhobenen Daten bestätigt bereits 
bekannte Aspekte der P. ovis-Infektion beim Rind. Darüber hinaus wurden 
mit dieser Studie erstmalig durch den Milbenbefall induzierte Alterationen 
an regionären Lymphknoten und Nebennieren durch morphometrische 
und quantitativ stereologische Methoden quantifiziert. Ebenso konnte 
durch die erhobenen Daten der Einfluss einer akariziden Therapie auf die 
milbeninduzierten Alterationen der hier untersuchten Organe objektiviert 
werden. 
Die Serumkortisolkonzentration war zwischen den Tieren der behandelten 
und unbehandelten Gruppe sowie der Kontrollgruppe nicht signifikant 
verschieden. Die erhobenen quantitativ-stereologischen Befunde 
hingegen zeigen, dass bei nicht behandelten Tieren der Milbenbefall zu 
einer selektiven Volumenzunahme der Zona fasciculata führt, die 
wiederum durch eine Hyperplasie der Zona fasciculata Zellen bedingt 
wird. Dieser Befund wird als Effekt eines prolongierten, durch den 
untherapierten Befall mit P. ovis unterhaltenen Langzeitstress angesehen. 
Die quantitativ-stereologischen Untersuchungen an den Nebennieren 
zeigen somit ihre Eignung, Veränderungen zu erfassen, die weder durch 
Laborparameter noch durch die herkömmliche histologische Befundung zu 
diagnostizieren sind.  
Das deutsche Tierschutzgesetz in seiner aktuellen Fassung würdigt die 
besondere Bedeutung des Terminus „Wohlbefinden“, indem es diesen 
bereits im ersten Satz des  § 1 anführt. Eine Infektion mit P. ovis bedingt 
eine Änderung des Verhaltens betroffener Tiere. Verhaltensmuster wie 
Ruhen und Wiederkauen, die sowohl mit Wohlbefinden assoziiert als auch 
für einen ungestörten Ablauf physiologischer Prozesse unabdingbar sind, 
werden durch den Milbenbefall beeinträchtigt (Berriatua et al., 2001; De 
Bonte et al., 2009). Neben der ökonomischen Bedeutung muss die 
Infektion mit P. ovis somit auch als ein tierschutzrechtlich relevantes 
Problem betrachtet werden.  




Psoroptes ovis ist eine weltweit vorkommende Räudemilbe, die auf der 
Haut vieler Säugetierspezies parasitiert. Der Befall mit Psoroptes ovis führt 
bei den Wirten zur Entwicklung schwerer exsudativer Dermatitiden. Bei 
infizierten Rindern können durch reduzierte Effizienz der Futterverwertung 
und Minderung der Lederqualität erhebliche wirtschaftliche Verluste 
entstehen. Über mögliche, durch den Milbenbefall bedingte Alterationen 
innerer Organe existieren nur wenige Informationen. In der vorliegenden 
Arbeit wurden die Auswirkungen einer experimentellen Psoroptes ovis-
Infektion beim Rind auf die Haut, die regionären Lymphknoten und die 
Nebennieren sowie der Einfluss einer akariziden Therapie auf die 
Alteration dieser Organe untersucht. Zweiunddreißig Fleckviehbullen 
wurden im Alter von 39 ± 3 Wochen experimentell mit Psoroptes ovis 
infiziert. 56 Tage post infektionem wurde die Hälfte der Tiere (n = 16) mit 
einem Akarizid behandelt, die andere Hälfte der Tiere (n =16) verblieb 
unbehandelt. Zum Versuchsende nach weiteren 56 Tagen wurden die 
Tiere geschlachtet und die Buglymphknoten, Nebennieren sowie 
Hautproben aus dem Bereich der Räudeläsionen am Widerrist und aus 
einem makroskopisch unveränderten Hautareal (Tarsus) entnommen. 
Entsprechende Proben von 4 nicht infizierten, nicht behandelten 43 ± 1 
Wochen alten Tieren dienten als Kontrolle. Die Proben wurden mittels 
qualitativer und quantitativ-morphologischer Verfahren analysiert. Der 
Befall mit Psoroptes ovis führte zu einer schweren, exsudativen, mitunter 
ulzerativen Dermatitis. Die Haut unbehandelter Tiere war im Vergleich zu 
behandelten Tieren und Kontrolltieren signifikant dicker und wies eine 
signifikant stärkere entzündliche Infiltration mit eosinophilen Granulozyten 
und Mastzellen auf. Die akarizide Therapie infizierter Tiere bewirkte 
sowohl eine Reduktion der reaktiven Dickenzunahme der Haut als auch 
eine Reduktion der entzündlichen Zellinfiltrationen bis auf das Niveau nicht 
infizierter Kontrolltiere.  




Die Buglymphknoten unbehandelter infizierter Tiere waren schwerer und 
wiesen im Vergleich zu behandelten oder Kontrolltieren eine reaktive 
Hyperplasie mit Erhöhung der Volumendichten des parakortikalen 
lymphatischen Gewebes und der Keimzentren des Lymphknotens auf. Die 
Volumina des parakortikalen lymphatischen Gewebes, der Keimzentren 
sowie der nicht lymphatischen Lymphknotenkompartimente waren bei 
unbehandelten Tieren signifikant größer als bei behandelten Tieren und 
Kontrolltieren. Die akarizide Therapie führte zu einer Normalisierung der 
Volumina der verschiedenen Lymphknotenkompartimente auf das Niveau 
von Kontrolltieren. Das Volumen der Nebennieren war bei unbehandelten 
Tieren gegenüber behandelten Tieren und Kontrolltieren signifikant 
größer. Mittels quantitativ-stereologischer Untersuchungen konnte eine 
selektive Volumenzunahme der Zona fasciculata der Nebennierenrinde als 
Ursache der Volumenvergrößerung der Nebennieren infizierter 
unbehandelter Tiere identifiziert werden. Diese selektive 
Volumenzunahme der Zona fasciculata war durch eine signifikante 
Erhöhung der absoluten Anzahl der Zona fasciculata-Zellen bei infizierten 
unbehandelten Tieren gegenüber infizierten behandelten Tieren bedingt. 
Zwischen infizierten behandelten Tieren und Kontrolltieren bestand kein 
signifikanter Unterschied in der Gesamtzahl der Zona fasciculata-Zellen. 
Die mittleren Volumina der Zona fasciculata-Zellen der Tiere der drei 
Untersuchungsgruppen wiesen keine signifikanten Unterschiede auf. 
Diese Untersuchungsergebnisse zeigen somit erstmalig, dass die durch 
die Psoroptes ovis-Infektion induzierte Volumenvergrößerung der 
Nebennieren durch ein selektives hyperplastisches Wachstum der Zellen 
der Zona fasciculata der Nebennierenrinde bedingt ist. Die Hyperplasie 
der Zona fasciculata als Folge eines nicht therapierten Milbenbefalles 
kann im Sinne einer adaptiven Reaktion der Nebenniere auf ein 
chronisches Stressgeschehen interpretiert werden. Die zum 
Versuchsende bestimmten Serum-Kortisolkonzentrationen waren 
zwischen unbehandelten und behandelten infizierten Tieren sowie 
Kontrolltieren nicht signifikant verschieden. 
 




Sie stellen daher einen weniger sensitiven Parameter zur Beurteilung von 
Langzeitstressgeschehen dar. Die Ergebnisse der vorliegenden Arbeit 
gebieten daher auch unter dem Aspekt des Tierschutzes die 
therapeutische Intervention bei Befall mit Psoroptes ovis und stellen die 
Basis für weiterführende Studien zur Erforschung systemischer Wirkungen 
ektoparasitärer Infektionen und anderer chronischer Stressgeschehen 
beim Rind dar. 





Psoroptes ovis is an ubiquitous mite, parasitizing on the skin of a broad 
range of mammals. Mite-infestation induces dermatitis and an 
inflammatory exsudate, which serves as food source for the mites. In 
cattle, Psoroptes ovis infections may cause serious financial losses due to 
reduced feed conversion efficiencies of infected animals and impaired 
leather quality of affected skins. However, little is known about potential 
effects of Psoroptes ovis infections on alterations of inner organs. The 
present work analyzed the effects of an experimental Psoroptes ovis 
infection, as well as the effects of an acaricidal treatment of cattle on 
alterations of the skin, the regionary lymph nodes and the adrenal glands.  
Thirty-two German Fleckvieh bulls, aged 39 ± 3 weeks, were 
experimentally infested with Psoroptes ovis. Eight weeks after infestation, 
sixteen of these animals were treated with an acaricide, while the other 16 
animals remained untreated. Four non-infected and not treated 43 ± 1 
weeks aged bulls served as control group. At the end of the trial after 
another eight weeks, the prescapular lymph nodes, the adrenal glands 
and specimens of the skin from altered and unaffected localisations were 
taken and processed for histopathological evaluation, morphometrical and 
quantitative stereological analysis. Infestation with Psoroptes ovis induced 
the development of a severe, exsudative, occasionally ulcerative 
dermatitis. As evidenced by morphometric analyses, these alterations 
were associated with a significant thickening of the skin and a significantly 
increased infiltration of inflammatory cells into all skin layers in untreated 
infected animals versus treated or control animals. The acaricidal therapy 
resulted in both a reduction of reactive skin thickening and a reduction of 
inflammatory infiltration to the level of uninfected control animals. The 
prescapular lymph nodes of untreated infected animals displayed a 
significantly increased weight, reactive hyperplasia and a significantly 
increased volume density of paracortical lymphatic tissue as compared to 
treated or control animals.  
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The volumes of the paracortical lymphatic tissue, the germinal centers and 
non lymphoid tissues were in untreated animals compared to both treated 
and control animals significantly increased. In treated animals, the 
acaricidal therapy lead to normalization of the volumes of the different 
lymph-node compartments to the level of non infected animals. In the 
adrenal glands, the untreated infections with Psoroptes ovis caused a 
significant increase of the organ volumes, due to a selective increase of 
the volume of the zona fasciculata in the adrenal cortex. By quantitative 
stereological analyses, the increase of the volume of the zona fasciculate 
in the adrenal cortex of untreated infected animals versus treated or 
control animals, was demonstrated to originate from a significant increase 
of the numbers of the zona fasciculata cells, while their mean cellular 
volumes remained unaltered between the different animal cohorts. 
Between treated and control animals was no significant difference in the 
total number of zona fasciculata cells. 
The observation of a reactive hyperplastic growth of zona fasciculata cells 
following a prolonged infection with Psoroptes ovis mites is interpreted as 
an unspecific reaction of the adrenal cortex due to long-term stress 
events. Otherwise, the serum concentrations of cortisol, which were 
determined at the end of the trial, displayed no significant differences 
between treated, untreated and control animals. This means that 
quantitative morphological studies are suitable to detect changes in 
organs that can not be detected by laboratory parameters. 
The results of this for the first time in Psoroptes ovis infection performed 
morphometric and quantitative-stereological studies on the adrenal glands 
provide the basis for further studies to explore systemic effects of 
ectoparasitic infections and other stressful events in cattle. The findings 
from economic point of view, and under the aspect of animal protection, 
strongly demands the therapeutic intervention in Psoroptes ovis 
infestation.
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1. Verwendete Materialien 
1.1. Paraffin-Histologie  
1.1.1. 1%ige Eosin-Lösung 
Eosin G (Nr. 7089, Carl Roth GmbH & Co. KG, Karlsruhe)  10  g 
Ad 1,0 L erhitztes destilliertes Wasser  
Hinzufügen von filtriertem 96%igem Eisessig 
(Nr. 100063, Merck, Darmstadt) 1,5  ml 
 
1.2. GMA/MMA-Histologie  
1.2.1. Spüllösung  
0,1 M Cacodylatpuffer pH 7,2 (siehe 1.2.2.) 1,5  L 
Saccharose (Nr. A1125, Applichem, Darmstadt)  105  g 
Kaliumchlorid-Dihydrat (Nr.102383, Merck, Darmstadt)  1,105 g 
Durchmischen und einstellen auf pH 7,2 
 
1.2.2. 0,1 M Cacodylatpuffer 
Dimethylarsinsäure-Natriumsalz-Trihydrat  
(Nr. A2140, Applichem, Darmstadt) 16,5  g 
Destilliertes Wasser  1,5  L 
1 molare Salzsäure (Nr. 1040.1000, neoLab Migge 
Laborbedarf-Vertriebs GmbH, Heidelberg)  6,23  ml 
IX. Anhang    
 
157
Einstellen auf pH 7,2 
 
1.2.3. Lösung A 
Benzoylperoxid  
(Nr. 33581, Fluka, Buchs, Schweiz) 338  mg 
Methylmethacrylat (Nr. 8.00590.1000,  
VWR International GmbH, Ismaning) 20  ml 
2-Hydroxyethyl-Methacrylat (Nr. 8.00588.0250,  
VWR International GmbH, Ismaning) 60  ml 
Ethylenglycolmonobutylether  
(Nr. 113102, Serva, Heidelberg) 16  ml 
Polyethylenglycol 400 (Nr. 817003, Merck, Darmstadt)  2, 0 ml 
 
1.2.4. 1%iges HCl-Ethanol 
25%ige Salzsäure (Nr. A0658, Applichem, Darmstadt) 100  ml 
96%iges Ethanol (Bundesmonopol für Branntwein,  
Offenbach a. Main) 700  ml 
Destilliertes Wasser  250  ml 
 
1.2.5. Eosin-Phloxin-Gebrauchslösung 
96%iges Ethanol (Bundesmonopol für Branntwein,  
Offenbach a. Main) 468  ml 
Stammlösung Eosin (siehe 1.2.5.1.) 30  ml 
Stammlösung Phloxin (siehe 1.2.5.2.) 3,0  ml 
96%ige Essigsäure (siehe 1.2.5.3.) 2,4  ml




1.2.5.1. Stammlösung Eosin 
Eosin gelblich (Nr. A0822, Applichem, Darmstadt) 1,0  g 
Destilliertes Wasser 1,0 L 
 
1.2.5.2. Stammlösung Phloxin 
Phloxin (Nr. 15926, Merck, Darmstadt) 1,0  g 
Destilliertes Wasser 1,0 L 
 
1.2.5.3. 96%ige Essigsäure 
Eisessig (Nr. 3738, Carl Roth, Karlsruhe)  96  ml 
Destilliertes Wasser  100  ml 
 
1.2.6. 7%ige Giemsa-Gebrauchslösung 
Phosphat-Puffer (siehe 1.2.6.1.) 200  ml 
Giemsa-Stammlösung (Nr. 109204, Merck, Darmstadt) 14  ml 
Einstellen auf pH 6,7 
 
1.2.6.1. Phosphat-Puffer 
di-Kaliumhydrogenphosphat 9,12 g/L   
(Nr.105104, Merck, Darmstadt) 200  ml 
di-Natriumhydrogenphosphat-dihydrat  
(Nr. 106580, Merck, Darmstadt) 160  ml 
Einstellen auf pH 6,7 




1.2.7. 0,5%ige Essigsäure 
Eisessig (Nr. 100063, Merck, Darmstadt)  5,0 ml 
Destilliertes Wasser  1,0  L 
 
1.3. Epon-Histologie  
1.3.1. Glutaraldehyd 6,25%ig 
Glutaraldehyd 25%ig  2,5  ml 
Sörensen Phosphatpuffer (siehe 1.3.2.) 10  ml 
 
1.3.2. Sörensen Phosphat-Puffer 0,067 M, pH 4,7  
Lösung I (siehe 1.3.1.1.) 80,8  ml 
Lösung II (siehe 1.3.1.2.) 19,2  ml 
Einstellen auf pH 7,4 
 
1.3.2.1. Lösung I 
Kaliumdihydrogenphosphat  
(Nr. 120340250, Merck, Darmstadt) 9,08  g 
Ad 1 L destilliertes Wasser 
 
1.3.2.2. Lösung II 
di-Natriumhydrogenphosphat-Dihydrat  
(Nr. 105099.1000, Merck, Darmstadt) 11,88  g 









1.3.3. Osmiumtetroxid 1% 
Osmiumtetroxid 2% (Nr. 006051, ChemPur, Karlsruhe) 5,0  ml 
Veronal-Acetat-Puffer, pH 10,3 (siehe 1.3.3.1.) 2,0  ml 
Salzsäure 0,1 N (Nr. 109060, Merck, Darmstadt) 2,0  ml 
Destilliertes Wasser 1,0  ml 
Saccharose (Nr. 107653, Merck, Darmstadt) 0,45  g 
 
1.3.3.1. Veronal-Acetat-Puffer, pH 10,3  
Veronal (5,5-Diethylbarbitursäure-Natriumsalz,  
Nr. 6318, Merck, Darmstadt) 2,95  g 
Natriumacetat (Nr. 106267, Merck, Darmstadt) 1,94  g 
Ad 100 ml destilliertes Wasser 
 
1.3.4. Epon-Einbettlösung 
Lösung A (siehe 1.3.4.1.) 3,5  ml 
Lösung B (siehe 1.3.4.2.) 6,5 ml 
2-4-6-Trisdimethylaminomethylphenol  
(Nr. 36975, Serva Electrophoresis GmbH, Heidelberg) 0,15  ml 
 
1.3.4.1. Lösung A 
Glycidäther 100  
(Nr. 21045, Serva Electrophoresis GmbH, Heidelberg) 62  ml 
2-Dodecenyl-Bernsteinsäureanhydrid  
(Nr. 20755, Serva Electrophoresis GmbH, Heidelberg) 100  ml 
 
1.3.4.2. Lösung B 
Glycidäther 100 100  ml 
Methylnadicanhydrid  
(Nr. 29452, Serva Electrophoresis GmbH, Heidelberg) 89  ml 




1.3.5. Uranylacetat 2%ig 
Uranylacetat (R 1260 A, Agar Scientific, Essex, GB)   1, 0  g 
Ad 50 ml destilliertes Wasser 
 
1.3.6. Bleicitrat-Kontrastierung 
Destilliertes Wasser  32  ml  
Natriumcitrat (siehe 1.3.6.1.) unter Rühren zugeben 6,0 ml 
Bleinitrat (siehe 1.3.6.2.) tropfenweise  4,0 ml 
NaOH (siehe 1.3.6.3.) 8,0 ml 
Filtrieren mit Hartfilter (H602, Schleicher & Schuell GmbH, Dassel) 
 
1.3.6.1. Natriumcitrat  
tri-Natriumcitrat-Dihydrat (Nr. 106448, Merck, Darmstadt) 2,94  g 
Ad 10 ml destilliertes Wasser 
 
1.3.6.2. Bleinitrat  
Bleinitrat (Nr. 7398, Merck, Darmstadt)  1,655 g 
Ad 5 ml destilliertes Wasser 
 
1.3.6.3. NaOH  
Natriumhydroxid-Plätzchen  
(Nr. 106498, Merck, Darmstadt)  1,0  g 
Ad 25 ml destilliertes Wasser 
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